











































































































































































































Herpes  simplex virus 1  (HSV‐1)  is a  complex enveloped double  stranded DNA virus. The  capsid 
containing the DNA is surrounded by a thick layer of tegument proteins and a lipid envelope with 
surface  glycoproteins.  In  this  work,  cryo‐electron  tomography  (cryo‐ET),  in  combination  with 




After  entry  into  host  cells  by  membrane  fusion,  HSV‐1  capsids  are  devoid  of  most  of  their 
tegument and preserve the so‐called  inner tegument. Capsids are then retrogradely transported 
towards the nucleus along microtubules, most probable by the cellular molecular motor complex 
dynein‐dynactin.  After  replication,  progeny  capsids  exit  the  nucleus  and  are  anterogradely 
transported towards the cell membrane, most likely by the cellular molecular motor kinesin‐1. At 






binding  to  the  capsid  during  transport.  However,  the  specific  location  of  the  inner  tegument 
proteins and  the attachment  site of  the motor  complex have  remained  in dispute. Here  it was 
revealed  that  the  inner  tegument was  localized  at  the  capsid  vertices, binding  to pentons  and 





vitrified  for  cryo‐ET  observations.  Several  co‐factors  that  potentially  influence  the  attachment 
(cytosol, importin‐ß and ATP) were tested.  




infective  viral  particles  produced  during  infection)  was  also  characterized  and  showed  many 
similarities to the egress pathway in virions. 












Herpesviruses  are  highly  spread  in  nature  and  infect  many  different  organisms  like 
mammals, birds and reptiles (Herpesviridiae), fish and amphibians (Alloherpesviridiae) and 
oysters  (Malacoherpesviridiae)  (McGeoch  et al. 2006).  The Herpesviridiae encompass  a 
large  family of double stranded DNA viruses that can cause several  illnesses  in humans, 
like mucocutaneous  lesions, keratitis, encephalitis, meningitis, chicken pox,  roseola and 
Karposi´s  sarcoma  (Sedy et al. 2008). The members of  this  family  share  four  significant 
biological properties (Fields 2007):  









This  family  is divided  into  three  subfamilies: Alphaherpesvirinae, Betaherpesvirinae and 
Gammaherpesvirinae  (Table  I). Herpes  Simplex Virus 1  (HSV‐1)  is  the  prototype  of  the 
subfamily  Alphaherpesvirinae.  This  subfamily  is  characterized  by  their  relatively  short 
reproductive  cycle and  their ability  to  invade and persist  in  the neuronal  tissue, where 
they remain latent and can be reactivated. HSV‐1 is highly studied due to these biological 




In humans, HSV‐1  infects  first  the epithelial cells of  the oral or perioral cavity and  then 
enters  the  nervous  terminals  that  are  in  contact with  the  primarily  infected  epithelial 
cells. From here, it travels along the axons (retrograde transport) until it reaches the cell 
body and  the nucleus of  the neuronal  cell  in  the dorsal  root ganglia, where  it  remains 
latent. Reactivation can occur in response to different external stimuli like sun light, stress 
or fever. The virus is then transported to the area originally infected or to the proximities. 





















































  Primary infection  Latency  Reactivation 
 
Figure 1.  Schematic  representation of  the primary  infection,  latency and  reactivation  in HSV‐1. 
After  primary  infection  of  the  epithelial  cells  of  the  oral  cavity  the  viruses  infect  the  nerve 
terminals  that  are  in  contact with  the  epithelial  cells  and  are  transported  along  axons  to  the 
nucleus of  the neuron, where  they  remain  latent.  In  case of  reactivation,  they are  transported 








that  is  surrounded by an  icosahedral capsid of about 125 nm diameter. The capsid has 
been studied in detail by cryo electron microscopy (cryo‐EM) (Schrag et al. 1989; Zhou et 
al. 1994; Zhou et al. 2000; Bowman et al. 2003).  It  is composed of  five major different 
proteins (Table II): VP5 (149 kD), VP26 (12 kD), VP23 (34 kD), VP19C (50 kD) and UL6 (74 
kD).  The  crystal  structure  of  the major  capsid  protein  VP5  has  been  already  resolved 
(Bowman  et  al.  2003).  The  largest  morphological  units  inside  the  capsid  are  the 
capsomers:  twelve  are 5‐coordinated  (pentons,  located at  the  vertices)  and 150  are 6‐
coordinated  (hexons).  They  are  formed by  five  and  six  copies of VP5  respectively.  The 
hexons also  contain  six  copies of  the protein VP26  that  form a  ring on  top of  the VP5 







was  suggested  that  the protein UL25  retains  the DNA  inside  the  capsid and might also 
provide a nuclear exit signal (Ogasawara et al. 2001; Rode 2007).  
 







are essential  for cellular entry  (Spear 2004)  (1.1.3.1). Others are  likely  involved  in virus 
assembly (Mettenleiter 2006).  
An  amorphous  layer of  at  least 20 different proteins  is  located between envelope  and 
capsid.  This  so  called  tegument  has  an  irregular  structure  (Grünewald  et  al.  2003), 
although it is more regularly arranged near the capsid vertices (Zhou et al. 1999). Some of 









Table  II: Genes  that code  for HSV‐1 capsid proteins. The mayor capsid proteins are highlighted 
(based on Fields 2007; Loret et al. 2008).  
Gene  Protein  Function  Size 
UL6    Forms the homodecameric portal at one vertex of the capsid  676 aa 
UL17    Targets the procapsid to the site of DNA packaging 703 aa
UL18  VP23 Part of the triplex that connects capsomers 318 aa
UL19  VP5 Major capsid protein, six copies in hexons and five in pentons  1311 aa
UL25    Involved in viral DNA packaging into capsids 580 aa
UL26  VP24, VP21  Self cleavable protease with two scaffold proteins as product  635 aa
UL26.5  VP22a  Scaffold protein 326 aa
UL35  VP26 It  forms  an  hexameric  structure  on  the  outer  surface  of  each 
hexon 
112 aa






Gene  Protein  Function  Size 
UL1  gL  Forms a heterodimer with gH. Essential for entry  224 aa 
UL10  gM  Forms a complex with gN and inhibits cell fusion 473 aa
UL20    Involved in nuclear egress
UL22  gH  Forms a heterodimer with gL. Essential in cell‐cell and virus‐cell fusion   838 aa
UL27  gB  Binds cellular receptors. Essential for entry 904 aa
UL34    Required for primary envelopment. Essential for infection 
UL44  gC  Involved in attachment of virions to the cells via cellular receptors  511 aa
UL49A  gN  Forms a complex with gM. Required for its functional processing 
UL53  gK  Required for virus‐induced cell fusion 338 aa
US4  gG  Function unknown 283 aa
US5  gJ  Blocks apoptosis
US6  gD  Interacts with cellular receptors during entry. Essential for entry  394 aa
US7  gI  Forms a heterodimer with gE, viral receptor for monomeric IgG  390 aa






Table  IV:  Genes  that  code  for  HSV‐1  tegument  proteins.  The  best  characterized  ones  are 
highlighted (based on Fields 2007; Loret et al. 2008). 
 
Gene  Protein  Function  Size 
RL1  ICP34.5  Viral neurovirulence factor  248 aa 
α0  ICP0  Functions as an ubiquitin‐kinase 775 aa 
α4  ICP4  Functions as repressor and transactivator 1298 aa 
UL4    Colocalizes with ICP22 before onset of DNA synthesis 199 aa 
UL7    Involved in viral replication 296 aa 
UL11    Involved in secondary envelopment 96 aa 
UL13    Protein quinase, regulates viral replication 518 aa 
UL14    Might facilitate the packaging of certain proteins 219 aa 
UL16    Associates with cytoplasmic capsids, essential for infection 373 aa 
UL17    Responsible for DNA packaging, essential for infection 703 aa 




UL36  VP1‐2  Required  for  the  transport of  the capsid  in  the cytoplasm. Could be 
related to the DNA injection into the nucleus. Essential for infection 
3165 aa 
UL37    Attaches to the DNA and VP1‐2. Essential for infection 1123 aa 
UL41  vhs  Degrades mRNA in the early stages of infection 489 aa 
UL46  VP11/12  Increments the activity of VP16 718 aa 
UL47  VP13/14  Increments the activity of VP16 491 aa 
UL48  VP16  Induces  the  expression  of  the  α‐genes.  It  is  also  required  for  the 
assembly of virions. Essential for infection 
491 aa 
UL49  VP22  Involved in egress transport of capsids ? 
UL51    Unknown function  244 aa 
US2    Unknown function  291 aa 
US3    Promotes egress of capsids from the nucleus to the cell periphery  481 aa 
US9    Required for the transport of virions to the cell periphery 234 aa 
US10    Unknown function  312 aa 









In the early 90´s  it was observed that  infection with HSV‐1 of different cell  lines did not 
only produce virions but also non‐infectious  light particles (L‐particles), characterized by 
the  absence  of  capsid  and  DNA  (Szilagyi  et  al.  1991).  The morphology  of  these  non‐
infectious  particles  has  been  analyzed  in  viral  preparations  and  seems  to  be  quite 
heterogeneous,  covering  a wide  range  of  sizes  and  in many  cases  containing  inclusion 
vesicles  (IVs)  that  vary  in  size  and number.  These  IVs  could be  associated with  certain 
phosphoproteins  (Szilagyi et al. 1994). Some of  the polypeptides detected  in L‐particles 
are not observed  in  virions  (Szilagyi  et al. 1991). One of  them was  identified  as  the  IE 
trans‐activating polypeptide (McLauchlan et al. 1992). L‐particles are not only present  in 
HSV‐1 but  in all alphaherpesviruses tested so  far  (McLauchlan et al. 1992; Dargan et al. 
1997). These particles have a function during infection, since they seem to be able to fuse 
with  the  cell  and  thus  they deliver  additional  tegument proteins needed during HSV‐1 
replication (McLauchlan et al. 1992; Dargan et al. 1997). 
The formation of L‐particles was shown to be independent of the production of virions by 
infection  with  the  temperature‐sensitive  mutant  ts1203,  which  at  non‐permissive 
temperatures  can  not  form  capsids.  Here,  at  non‐permissive  temperatures  L‐particles 
were produced but virion assembly did not take place (Rixon et al. 1992). Previous studies 
by classical electron microscopy showed that L‐particles seem to be formed by budding of 












The virion attaches  to  the cell membrane by  interaction of  the glycoproteins gC and gB 




al.  2003).  The  glycoprotein  gD  provokes  conformational  changes  after  the  interaction 






viral envelope and plasma membrane,  the capsid  is released  into  the cytoplasm  leaving 




2)  Secondary pathway: viral entry  via endocytosis  (Smith et al. 2004).  It  is  followed by 
fusion of the viral envelope with the endosome membrane. This fusion  is most probably 
also  mediated  by  interaction  of  viral  glycoproteins  with  receptors  of  the  endosome 












Figure 3. Scheme of  the HSV‐1  ‘life’  cycle.  (A) Attachment  to  the  cell membrane and entry, by 
fusion of envelope and  cell membrane  (B1) or by endocytosis  (B2).  (C) Transport of  the  capsid 
towards  the  nucleus  of  the  cell  along  microtubules,  mediated  by  molecular  motors.  (D) 
Attachment of  the capsid  to  the nuclear pore and DNA release  into  the nucleus.  (E) Replication 
and  capsid  assembly.  (F‐I)  Egress  pathway,  including  (F)  exit  of  the  capsid  from  nucleus  by 






to be  transported  towards  the nucleus of  the cell  (Figure 3C;  for details see 1.1.4). The 
molecular motor used by HSV‐1 capsids  to be  transported along microtubules  from  the 
cell periphery  to  the nucleus  (retrograde  transport or minus‐end directed  transport)  is 
dynein  and  its  cofactor dynactin  (Sodeik  et al. 1997; Döhner  et al. 2002; Greber  et al. 
2006;  Radtke  et  al.  2006).  It  has  been  observed  how  capsids  accumulate  at  the 
microtubule organizing centre (MTOC) and then spread over the nuclear envelope (Sodeik 
et al. 1997; Döhner et al. 2002; Mabit et al. 2002). It is not known how capsids manage to 
















When  the  capsid  reaches  the  nucleus  it  binds  to  the  nuclear  pores  at  the  nuclear 
envelope and  releases  its DNA  inside  (Figure 3D).  It has been  reported  that  importin‐ß 
enhances  the  attachment of  capsids  to nuclear pores  (Ojala  et al. 2000). Nuclear pore 
complexes  (NPCs)  are  huge  supramolecular  complexes  that  span  the  inner  and  outer 
nuclear membrane and mediate  the bidirectional  transport of  several macromolecules. 
They have a doughnut‐like central body from which fibres extend into both the cytoplasm 
and  the nucleus. The nuclear  fibres  form a basket‐like  structure below  the body of  the 
pore (Stewart 2007). The structure and dynamics of NPCs have been extensively studied 
by cryo electron tomography (cryo‐ET) (Beck et al. 2004; Beck et al. 2007). 





capsid.  It seems that DNA release  is ATP dependent and some other  factors  involved  in 
nuclear  import might  also  be  required  (Ojala  et  al.  2000; Whittaker  2003).  The  DNA 
release by  isolated capsids was tested  in an  in vitro system where capsids were able to 
release the DNA  into mammalian nuclei. When those capsids were treated with trypsin, 
they  lost  the proteins VP1‐2, VP13/14, VP16 and VP22, and DNA  release was markedly 















have  been  found  in  infected  nuclei.  C‐capsids  contain  DNA  and  can  mature  to  form 
infectious  virions.  A  and  B‐capsids  lack  DNA  but  B‐capsids  still  partially  contain  the 
scaffolding  protein.  A‐capsids  are  assumed  to  be  products  of  aborted  DNA  packaging 
(Newcomb et al. 1991). Recent studies showed that C‐capsids have higher amounts of the 
proteins  UL25  and  UL17  than  A  and  B‐capsids.  These  minor  capsid  proteins  form  a 













(Epstein 1962). The proteins pUL31 and pUL34  interact at  the  inner nuclear membrane 





the  perinuclear  space  by  fusion  of  the  primary  envelope  with  the  outer  nuclear 
membrane.  (Skepper  et  al.  2001;  Mettenleiter  2002;  Mettenleiter  et  al.  2006).  Once 
released  into  the  cytoplasm,  the  capsid  loses  the primary  tegument and  is  transported 
towards the cell periphery (anterograde transport), most likely using the molecular motor 
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Kinesin‐1  (for  more  detail  see  1.1.4).  The  process  of  tegumentation  that  the  capsid 
undergoes  in  the cytoplasm  is not very well defined.  It  is known  that certain  tegument 
proteins are essential  for the  intracellular transport of capsids  (see 1.1.4.3). At the  final 
assembly  site  of  the  virion,  the  newly  formed  capsids  encounter  cytoplasmic 
membranous  compartments  that  are  associated with  some  of  the  tegument  and  viral 
glycoproteins.  These  compartments  originate  from  the  trans‐Golgi  network  and most 
likely  also  use  a  type  of  kinesin  for  plus‐end  directed  transport  (Loomis  et  al.  2001; 
Turcotte  et  al.  2005;  Mettenleiter  et  al.  2006).  The  ESCRT  multiprotein  complexes 
(Endosomal  Sorting  Complexes  Required  for  Transport) might  also  be  involved  in  the 




cell by exocytosis‐like  fusion of  the  transport compartment membrane with  the plasma 
membrane (Mettenleiter 2002).  
The  site  of  secondary  envelopment  is  also  a  controversial  subject.  In  neurons  it  is 
suggested on one hand that it mainly takes place at the cell periphery, in particular at the 
axon  terminals  and  sporadically  also  in  varicosities.  In  this  case,  anterograde  transport 














2)  Single  envelopment model:  after  getting  into  the  perinuclear  space,  the  enveloped 
capsid  is  transported  to  the Golgi  cisternae  via  the  endoplasmatic  reticulum  cisternae, 
which  are  in  direct  connection with  the  perinuclear  space.  It  then  uses  the  secretory 
pathway of the Golgi for its transport inside the cell by the formation of vacuoles that can 
contain one or more  virions  (Darlington et al. 1968;  Lycke et al. 1988;  Leuzinger et al. 
2005).  These  vacuoles  are  transported  towards  the  cell  periphery  along microtubules, 
most  probably  by  the  molecular  motor  kinesin‐1.  Once  the  vacuole  gets  to  the  cell 
membrane, both membranes fuse and the viruses are released to the extracellular space. 
In  this model,  the viruses abandon  the perinuclear space already with all  the  tegument 
and glycoproteins characteristic for virions and travel in the cytoplasm along microtubules 
already  in  a  mature  form.  Since  nearly  all  the  tegument  proteins  are  exclusively 
cytoplasmic, this model is not likely. 
3)  Expansion  of  the  nuclear  pores  model:  it  is  the  most  controversial  model.  It  was 
proposed that the NPCs expand  in such a way that the capsid  is able to exit the nucleus 
through  them  (Leuzinger et al. 2005). Once  free  in  the cytoplasm,  it would acquire  the 
tegument and would invaginate inside Golgi cisternae to be enveloped and form a mature 
virion.  From here  it would use  the  secretory pathway of  the Golgi  like  in  the  first  and 
second model to exit the cell. This model is also not likely since such sized NPCs would not 







to  obtain  energy  for  the  movement  is  ATP  hydrolysis.  This  reaction  causes  a  small 
conformational  change  in  one  of  the  globular  motor  domains  that  is  amplified  and 
translated  into  a  step‐wise movement  (Schliwa  et al. 2003).  The molecular motors  are 
essential  for  the  transport  of  HSV‐1  since  the  cytoplasm  is  crowded  with  different 
24   1 Introduction 




Microtubules  are  part  of  the  cytoskeleton  of  eukaryotic  cells  and  are  formed  by  the 
polymerization  of  α  and  β  tubulin  dimers.  They  are  cylinders  of  25  nm  diameter  and 
variable  length (Nogales 2000). Originally, they have been described as empty cylinders. 
However,  recently  it has been observed  in mammalian cells  including neurons  that  the 
lumen  of microtubules  can  be  filled with  globular  particles  (Garvalov  et  al.  2006).  The 
minus  (‐) end of a microtubule  is  localized at the microtubule organizing centre  (MTOC) 
and the plus (+) end is oriented towards the cell periphery. This plus end is continuously 











2003). LCs, LICs and  ICs are  involved  in the attachment of the viral particle (Vallee et al. 





















chains  (KLC,  64  kDa).  Each  heavy  chain  consists  of  a motor  head  that  attaches  to  the 
microtubule, a neck  linker, a  long coiled coil dimerization region and a globular tail. The 
light chains attach to the viral particle. Kinesin‐1  is responsible for usually taking care of 
the  transport  of  cellular  organelles  and  cargo  from  the  nucleus  to  the  cell  periphery. 
Kinesin‐1 was shown to interact with dynein via KLC and DIC (Ligon et al. 2004). It moves 
along microtubules moving  the  two motor heads with a  step  size of 8 nm  (Yildiz et al. 
2005). 










time. Therefore, when one of  the motors  is attached  to dynactin,  it  is activated and  in 
contact with the microtubule, moving the cargo  in one direction, while the other motor 
remains inactivated and detached from the microtubule but still connected to the cargo. 













Where  the attachment  sites of  the  capsids  to molecular motors  are  and how  the  viral 
proteins  are  involved  in  the  attachment  are  questions  that  have  been  only  partially 
answered. Several tegument proteins are essential during  intracellular transport of viral 
particles  and  are  most  likely  binding  sites  for  the  molecular  motors.  Studies  of  PrV 
indicate  that  the  tegument  proteins  VP1‐2  and  UL37  are  required  for  intracellular 
transport of  capsids  (Luxton  et al. 2005;  Luxton  et al. 2006).  The deletion of  the  gene 
UL36 (its product  is VP1‐2)  leads to the accumulation of HSV‐1 capsids  in the cytoplasm 
that could not release the DNA into the nucleus (Desai 2000). The fact that VP1‐2 seems 
to be strongly associated to HSV‐1 capsids in comparison to other tegument proteins also 
corroborates the hypothesis that VP1‐2 plays an  important role  in  intracellular transport 






molecular motors might attach  to  the vertices of  the capsid, most probably  interacting 
with  tegument  proteins  like  VP1‐2  and  UL37.  There  are  other  tegument  proteins  like 

















the  thirties,  displacing  the  light  microscope  as  the  visualization  technique  for  higher 
resolution  at  that  time.  Since  then  it  has  gone  through  a  number  of  technological 
improvements to obtain higher resolution. Nowadays, transmission electron microscopes 
(TEM) can  reach 3‐4 Å  resolution  for biological  specimens, although  the basic concepts 
are  still  the  same  (Figure  7).  Electrons  emitted  from  a  source  (electron  gun)  are 
accelerated by high voltage  (for biological specimens  typically 100‐300 KeV)  to  form an 
electron beam. This beam is focused with electrostatic and electromagnetic lenses over a 







by  the atoms of  the  specimen. There are  two different  types of  scattering: elastic and 
inelastic.  In  elastic  scattering  there  is  no  loss  of  kinetic  energy.  It  is  essential  for  the 
contrast increase in the final image (see 1.2.2). In inelastic scattering there is an excitation 
of the specimen and loss of electron energy (Reimer 1997). Furthermore, the inelastically 
scattered  electrons  produce  noise  that  degrades  the  quality  of  the  final  image.  The 
proportion of electrons that undergo scattering depends directly on the sample thickness 
and density.  
This way,  an  image  is  formed  by  the  electrons  that  pass  through  the  specimen.  The 
objective  lens  and  the  projector  lenses  magnify  the  image,  which  is  projected  on  a 
fluorescent screen situated at the end of the column. Alternatively, the image can be also 




Some  electron  microscopes  are  equipped  with  an  energy  filter,  being  able  to  select 
electrons within a narrow energy window. When operated  in  zero‐loss energy mode  it 
removes the electrons that have been inelastically scattered and therefore increases the 
signal to noise ratio in the final image. There are two different implementations of energy 












An  electron micrograph  is  a  two‐dimensional  (2D)  projection  of  an  object  observed  in 
TEM. The  image  resolution  is  limited essentially by  the contrast, defined as  the  relative 
difference  of  intensity  between  a  spot  in  the  image  and what  is  surrounding  it.  The 
contrast is essential to differentiate the image elements from the background.  
In  preparations with  heavy metals  staining  the  contrast  is  increased  due  to  the  high 
density of the sample. This is the amplitude contrast, also called scattering contrast, and it 





In vitrified biological  specimens  the phase contrast, also called  interference contrast,  is 
more  important.  It  is  the  result  of  the  interference  between  the  elastically  scattered 
electrons and the non‐scattered electrons (Erickson 1971). Without staining, the atoms of 
the sample have very similar density to the surrounding  ice  layer (see 1.2.4) and scatter 




will  limit  the  resolution  and  lead  to  formation of  artefacts  in  the  image.  For biological 
specimens,  the  optimal  focus  to  balance  contrast  and  resolution  is  slightly  under  the 
perfect focus (underfocus). 
The contrast transfer function (CTF) specifies the relative contrast of details in the image 
as  a  function  of  spatial  frequency  and  depends  on  the  spherical  aberration  of  the 










it would  not  be  treated  so  its water  content  is  eliminated  or  immobilized.  Therefore, 
biological samples for TEM have to be fixed. 
The traditional method of preparation consists of chemical  fixation  followed by staining 
with  heavy metals,  dehydration  with  organic  solvents  and  embedding  with  plastic  or 





and  has  revolutionized  the  biological  electron  microscopy  world  (Adrian  et  al.  1984; 
Dubochet et al. 1988). With this method the sample is vitrified and stays hydrated. Thus, 
structures  are  kept  in  a  close‐to  native  state  conditions  and  do  not  suffer  any  further 
chemical  treatment.  To  achieve  specimen  vitrification  the  sample  is  rapidly  frozen  in 
cooled liquid ethane to a temperature of ca. ‐180°C. Fast freezing avoids the formation of 
ice crystals that would expand and destroy the sample and the formation of hexagonal ice 
that would  lead  to  unwanted  electron  diffraction.  Instead,  in  vitrification  the water  is 
transformed  into  glass‐like  ice of  amorphous  consistency,  similar  to  the  consistency of 
liquids but with a very high viscosity  (Figure 8).  In addition,  the  low  temperature has a 
cryo‐protecting effect  that  reduces  the  radiation damage  caused by  the electron beam 
during  imaging  in  TEM.  On  the  other  hand,  samples  thicker  than  ~10  µm  cannot  be 
properly  vitrified with  the  above  described method.  For  thicker  specimens,  alternative 
methods  like  high  pressure  freezing  and  subsequent  sectioning  of  the  frozen‐hydrated 





into  the  column  inside  a  cryo‐holder.  This  type  of  holder  can  be  cooled  with  liquid 
nitrogen and is able to keep the specimen at ca. ‐180°C. Once the sample is introduced, it 
is  important  to  keep  the  electron  dose  applied  as  low  as  possible  to  avoid  sample 
damage. Since there is no staining with heavy metals, the contrast of the vitrified sample 
is low and it comes just from the specimen material. Biological specimens are composed 









Cubic  ice, obtained after heating up a  layer of vitrified  ice. The arrow  indicates  the presence of 
some  hexagonal  ice.  It  is  a  layer  of  70  nm  thickness.  (c)  Vitrified  ice.  The  layer  has  70  nm 






tomography  (cryo‐ET). ET  is based on  the principle discovered by Radon  in 1917, which 




of  such  specimens  (Lucic  et  al.  2005).  Specifically,  cryo‐ET  allows  the  observation  of 
34   1 Introduction 
details  from  the surface and  the  interior of an object  that cannot be detected  in single 
projections using the same total electron dose (Figure 9). The details are better  isolated 
and  recognized  in  tomography while  in 2D,  structures  can overlap and be obscured by 




Figure 9. Periphery  region of a Dictyostelium  cell analyzed by  cryo‐ET.  (A) Electron micrograph 
presenting  the  projection  image  of  the  object.  (B)  Slice  extracted  from  the  volume  of  the 





















acquisition  follows  three  different  steps:  focusing,  tracking  and  exposure.  Focusing 
compensates  for  the  defocus  changes  occurring  when  the  specimen  is  tilted.  (Koster 










(Figure 10). The alignment compensates  for  the  remaining  small  shifts of  the  specimen 
inside the field of view. It can be done with markers or by cross‐correlation. The markers 
are  small,  electron  dense  particles  added  evenly  to  the  sample. Usually,  colloidal  gold 






Thus,  projections  from  different  directions  will  sample  different  parts  of  the  Fourier 
representation  of  the  object.  The way  of  reconstruction most  commonly  used  in  ET  is 
weighted back‐projection. In this method the projections are projected back to obtain the 












The biggest  limitation  in cryo‐ET  is the damage  induced  in the sample when exposed to 
the electron beam. In chemically fixed and heavy metal treated samples the dose that can 
be  applied  is much  higher  than  in  cryo‐samples. When  a  cryo  specimen  is  exposed  it 
suffers  a modification due  to  ionization  and  formation of  free  radicals. Although  these 
processes  are not  temperature dependent  the  resulting damage,  loss of mass  and  the 







Thicker  specimens  (e.g.  cells) will  scatter  and  absorb more  of  the  electron  beam.  For 






There  is a  limitation for the data acquisition  in tomography due to the specimen holder 
design. The tilt range cannot be larger than ± 70 degrees. This obstructs the visualization 
of certain regions  in the object. The  information  inside the non sampled part of Fourier 
space is lost (missing wedge) so the reconstruction of the object cannot be complete (for 
a whole reconstruction of an object it would be necessary to tilt ± 90 degrees) (Figure 11). 
Due  to  the  missing  wedge,  the  resolution  of  the  tomogram  is  direction  dependent 









Figure  11.  Sampling  coverage  by  single  and  double  axis  tilting.  The  scheme  above  shows  the 
volume parts that are not sampled in Fourier space. In the case of single tilting there is a missing 
wedge (left) and  in the double tilting a missing pyramid (right). The objects below are simulated 
















and motor protein  interactions during  intracellular transport of capsids both  in vivo and  in vitro 
and thus gain structural information of the molecular complexes involved in transport. To achieve 
this, several eukaryotic cellular host systems needed to be tested, established and optimized for 
flat growth on electron microscopy grids  to allow  for  cryo‐ET  imaging. Time  lapse‐fluorescence 









aim  was  to  structurally  analyze  the  secondary  envelopment  of  HSV‐1  inside  cells  in  native 
preserved  conditions  and  to  contribute  to  the  ongoing  discussion  whether  secondary 
envelopment  occurs  before  or  after  axonal  transport  of  particles.  Secondary  envelopment  of 
HSV‐1  typically  occurs  in  cell  areas  too  thick  for  cryo‐ET.  Therefore,  cellular  systems  allowing 
imaging  these  sites needed  to be explored. This would  include neuronal  cells,  the most native 
system,  which  would  provide  a  particular  challenge  as  it  involves  primary  cell  cultures. 
Furthermore  analysis  of  exit  sites  was  performed.  This  largely  neglected  process  involves 


























































































































and  centrifuged  to pellet down  the  cellular material  (3500  xg, 20 min, 4°C). The pellet 






























each well.  The  plates were  shacked  at  room  temperature  for  1  hour.  Afterwards  the 
medium  containing  the  viruses  was  removed  and  substituted  by  2  ml  medium  with 
20 µg/ml  IgG per well. The plates were  incubated for 2‐3 days at 37°C and 5% CO2 until 
there was plaque  formation. The medium was  then  removed and cells were  fixed with 
37% formaldehyde diluted 1:4  in PBS. After 10 minutes, the formaldehyde was removed 
and  the plates were dried  at  room  temperature  for 10‐20 minutes. Cells were  stained 








10 nm  colloidal gold  in PBS/BSA was added  to  serve as  fiducial markers  for  tomogram 
alignment.  The  grids  were  placed  in  special  tweezers  that  can  be  mounted  into  the 
vitrification  device  (designed  and  produced  by  Rudolf  Gatz;  MPI  of  Biochemsitry, 
Germany). The excess of  liquid was  removed with a  filter paper  (Watmann) by  slightly 
pressing it towards the back side of the grid for 2‐3 seconds. The tweezers were then fast 
released  into cooled  liquid ethane  (‐180  °C). After  that  the grid was  rapidly  transferred 
into liquid nitrogen (‐196 °C) and stored. 
3.3.1.2 Specimens in suspension 
A droplet of 4‐5 µl sample  in suspension  is added  to 200 mesh copper grids with holey 

















For  the observation of  cells  in  cryo‐ET, 200 mesh gold grids with holey  carbon  support 
film were  used  (Au  R2/1,  Quantifoil).  They were  treated  on  a  plasma  cleaner  for  30 























Grids  and  Petri  dishes  were  sterilized  under  UV  light  for  15  minutes.  A  poly‐L‐lysine 
solution of 1 mg/ml  in Borate buffer  (1.24 g boric acid + 1.9 g borax  in 400 ml distilled 
water, pH=8.5) was prepared and  filtered  through a 0.22 µm  filter  (Millex). The  filtered 
solution was carefully spread over the grids to be  incubated over night. On the next day 
grids were repeatedly washed with distilled water and covered by horse serum medium 
(Table V).  They were  incubated  for one day  and  then  the medium was  exchanged  for 
neurobasal medium. After  that  the neurons were added  to  the grids  (120.000 neurons 
per 60 mm diameter Petri dish, 6 grids per Petri dish) and incubated (37° C, 5% CO2) for 7 
days.  In  this  time  the neurons  could  adhere and developed  axons  and dendrites. They 
were then infected with HSV‐1 with an MOI of 100 and, after incubation at 37°C and 5% 
CO2 for the time necessary to reach a specific stage of infection (see 3.7), they were cryo‐
fixed  (see  3.3.1.1).  Due  to  the  sensitivity  of  neurons  to  any  external  manipulation 
including  temperature shifts,  the 2 hours  incubation at 4°C  for attachment of virions  to 
the cells was avoided. 
3.4.2.2 DRG neurons cultivation  
After  treatment of  the grids with poly‐L‐lysine  (see 3.4.2.1), and washing with distilled 
water, the grids were treated with laminin (Roche, 0.5 mg/ml) diluted 1:10 in neurobasal 
medium and incubated for 1 hour at 37°C. After that the DRG neurons were pipetted over 
















































and  DNAse  II  were  added  to  the  pellet  to  a  final  concentration  of  100  µg/ml  and 
incubated  at  37  °C  for  30  minutes.  Capsids  were  then  sedimented  (Airfuge 
ultracentrifuge, Beckman A‐100‐30 rotor, 77500 rpm, 8 min, RT) and resuspended in 70 µl 

















To  check  for  attachment  of  molecular  motors  to  detegumented  capsids,  capsids 
incubated  with  cytosol  as  described  in  3.5.2  were  mixed  with  5%  BSA  in  PBS  and 
incubated for 5 minutes at 4°C. Then 3 µl of the mixture were placed over a continuous 
carbon film grid and after 1 minute at room temperature were blotted from the side. For 
























with  ice‐cold 1x PBS and cell  scraping. The cells were pelleted at 400 xg  for 5 min and 
resuspended in 2 ml of LSB buffer. The cells were then lysed with 20 strokes in a Dounce 
homogenizer and the nuclei were pelleted at 750 xg for 5 min and resuspended in 1 ml of 



















Partially detegumented  capsids were prepared  as described  in 3.5.2.  This  time 2x  lysis 
buffer with 1000 mM NaCl was used. The pellet containing the capsids was dissolved in 20 












For  the  cryo‐ET  experiments  120  µl  of  cytosol  with  a  concentration  of  0.22  µg/ml 
supplemented with  0.3 µM  importin‐ß were mixed.    8 µl  of  capsids  and  8‐10  isolated 
nuclei were added and incubated at room temperature during 30 minutes. Holey carbon 
support  films  (Quantifoil)  on  copper  grids were  treated  in  the  plasma  cleaner  for  30 
seconds and placed  in a pair of tweezers. After the  incubation with the capsids and the 







To  label  the  viral DNA,  VP26‐GFP  capsids  isolated  as  in  3.6.3 were  incubated with  20 




To  determine  the  time  points  of  infection  in  cells  and  to  test  capsid  attachment  to 





For  life cell  imaging an Axiovert 200M  (Zeiss)  fluorescence microscope equipped with a 
CCD  camera  (AxioCam  HRm;  Zeiss)  was  used.  The  microscope  was  controlled  by  the 




‐  Long  time‐lapse  experiments:  They were  used  to  determine  the  time  points  for  the 
different stages of infection. The area to study was selected and the microscope was then 
programmed  to  take  a  phase  contrast  image  of  the  area  followed  by  a  fluorescence 
image, every hour for 21‐24 hours. 



















of  the microscope with an  insertion holder, all at cryo  temperatures  (‐180°C). The cryo 
temperature was obtained by cooling the holder with liquid nitrogen. 







Tilted  images  were  aligned  respective  to  each  other  and  tomograms  were  either 
reconstructed with the TOM‐Package software (Nickell et al. 2005), a part of the program 
MATLAB (The MathWorks Inc.), or the software IMOD (Kremer et al. 1996). The volume of 
the  reconstructions  for visualization was  typically 512x512x256 pixels, after  the  images 







The procedures used  for  the  subtomogram extraction  and  averaging of  subtomograms 
were  from  Bsoft.  In  detail,  the  capsids  were  picked  with  the  procedure  bshow  from 
unbinned tomograms. The subvolumes were extracted with the procedure bpick and had 
a  size  of  180x180x180  pixels.  The  orientation  of  the  particles  against  a  reference was 
found with  the  procedure  bfind  and  the  oriented  particles were  averaged with  badd. 
Icosahedral symmetry was applied  to  the averages with bsym. After applying symmetry 
the  new  average was  used  as  a  reference  and  several  iterations  of  refinement were 
performed.  
54   3 Material and methods 





Capsid  vertex  classification was  done with  the  program  JSubtomo  (developed  by  Juha 
Huiskonen, Martinsried). Vertexes were divided  into  five parts going  from  the centre of 
the  penton  towards  the  centre  of  the  neighbouring  hexon,  giving  60  different  volume 
parts and orientations per capsid. These volumes were classified into two classes: with or 
without extra density. For the class 1 a template with extra density was used (result of the 
average  of  all  capsids  from  the  same  group  of  detegumented  particles  before 
classification) and for the class 2 a template without extra density (result of the manual 
removal  of  the  extra  density).  The  templates were masked  so  that  only  one  fifth  of  a 
penton was visible. To correlate the fifths of a vertex with each template the command 


















To  enable  the  analysis  of  HSV‐1  infection  directly  inside  cells  by  cryo‐ET,  it  is  first 







B, C) or on a holey carbon  support  film  (Au Quantifoil)  (D, E, F).  (A, D) Ptk2 cells.  (B, E) Mouse 
embryo fibroblasts (MEF) cells. (C, F) Human foreskin fibroblast (HFF) cells. Bar: 200 µm. 
 
The cell  lines used  for  the  tests are  listed  in 3.1.1, Table V. All cell  lines were  found  to 
grow better on gold grids (Au Quantifoil, Au C‐flat) than on copper grids. The coating of 
the  carbon  support  film  on  Au  grids with  fibronectin was  tested  to  see whether  the 
A B C 




of  the cells was  improved. Since  the addition of a coating might also  interfere with  the 
quality of the vitrified ice, the best approach for culture of non‐neuronal cell lines on grids 
was  using  holey  carbon  support  film  gold  grids  without  any  coating.  Cells  appeared 
flattest  after  one  day  incubation  at  37°C  and  5% CO2.    The  cell  line  found  to  be more 





required  the  use  of  primary  cells  rather  than  stable  cell  lines.  Rat  dorsal  root  ganglia 
(DRG) neurons were tested but the amount of cells found on the grids was  low and the 
suitable  areas  for microscopy were  rare  due  to  the  notable  thickness  of  the  samples. 









during HSV‐1 entry. After adding  the virions and  incubation at 4°C  for 2 hours, samples 
were warmed  to 37°C  for 5‐10 minutes and  then vitrified. Despite numerous attempts, 
only a  total number of  five viral particles  (inside an endosome or as a cytosolic capsid) 
were found inside epithelial cells vitrified 5‐10 minutes p.i.. The reason why these events 






4.3 Viral  particle  interactions  with  molecular  motors  and  cytoskeleton 
during transport 
Viral‐host  interactions  were  studied  in  rat  hippocampal  neurons.  Therefore,  it  was 
necessary to determine the optimal growth of  isolated hippocampal neurons concerning 
two criteria: flatness of the axon and infectivity. For this purpose, neurons were grown on 
IBIDI  slides  for different  amount of days and both  flatness  and  infectivity were  tested. 
When  neurons were  grown  for  4  days,  they  presented  undeveloped  axons  and when 
infected with  VP26‐GFP‐HSV‐1 with  an MOI  of  50,  the  amount  of  intracellular  capsids 
observed was  small.  In contrary, hippocampal neurons grown  for 7 days on  IBIDI  slides 
showed higher axonal development  (long and  thin axons) and a  substantial  increase of 
intracellular capsid transport. Neurons grown for 14 days had a very high development of 
axons and dendrites, which formed a very dense network. 14 days old neurons showed a 
very  good  infectivity,  but when  grown  on  holey  carbon  support Au  grids,  vitrified  and 




To  determine  the  time  course  of  infection,  fluorescence  microscopy  experiments  in 
hippocampal neurons  infected with VP26‐GFP‐HSV‐1 were performed. Rat hippocampal 
neurons grown on  IBIDI slides  for 7 days were  infected at an MOI of 50. With  the  long 
time‐lapse experiments  (one  image per hour),  it was observed that capsids reached the 





an  area every 3  seconds.  The particles did not move  constantly  towards one direction 


















of  capsids  was  performed  by  following  intact  axons  and  visualizing  them  at  low 
magnification and very high defocus (‐100 µm). Once a spot suitable for tomography was 
found, a tilt series was collected  from  ‐60° to 60°, with an angular  increment of 3°. The 
images  had  a  final  pixel  size  of  0.805  nm.  The  total  electron  dose  received  at  the 




adjusted  to  the  tilt angles by a 1/cos  scheme. The defocus applied was  ‐12 µm  to gain 
contrast and  to be able  to distinguish  structures  inside  the  cell. As  in  the  case of non‐
neuronal cell lines, the amount of viral particles observed right after entry was very small. 
In this case, after many trials, one event of capsid transport was observed at 5‐10 min p.i. 
in neurons  (Figure  14B, C). Here  a  capsid was  found  inside  an  axon  close  to  the  axon 
terminal. After 3D‐reconstruction, a high number of microtubules  inside  the axons and 
the  actin  network,  as well  as  other  cellular  structures,  became  visible.  Electron‐dense 
material seemed to connect the capsid with the adjacent microtubule (Figure 14C). Actin 
was  always present  in  varicosities, while  it  did  not  appear  in  other  areas  of  the  axon, 
apart from the axon terminal. 
Anterograde transport of cytosolic capsids was observed in neurons vitrified 16 hours p.i.. 
These  events were much more  frequently  observed  than  retrograde  transport  events 
(Figure 14D‐G). Fully assembled capsids (cytosolic C‐capsids), usually in groups of at least 
two capsids per field of view, were observed inside axons at 16 hours p.i.. Capsids without 





Besides  non‐enveloped  capsids  (Figure  14),  Enveloped  virions  inside  membranous 
compartments  and  close  to  microtubules  were  visualized  in  middle  regions  of  axons 
(varicosities)  (Figure  15).  Typically  there  was  only  one  virion  inside  a  compartment. 
Occasionally, they were found in areas close to other vesicles associated to glycoproteins 
or  clathtrin.  No  densities  resembling  molecular  motor  complexes  could  be  detected 





Figure  14.  Transport  of  HSV‐1  capsids  in  neurons  during  entry  and  egress.  (A)  Hippocampal 
neuron grown on a holey carbon support film. Axon: white arrow; dendrites: black arrow heads; 
cell body is marked by an asterisk; bar: 6 µm. (B) Projection image of an axon vitrified 5 minutes 
p.i.. Bar: 200 nm.  (C)  Slice  through  the 3D‐volume obtained  in  the  same  area  as  (B). Electron‐
dense  material  is  located  attached  to  the  capsid  (framed  in  red)  and  in  contact  with  the 
neighbouring microtubule. An actin network is situated at the periphery of the axon region (likely 
a  varicosity). Bar: 200nm.  (D) Projection  image of  an  axon  at 16 h p.i.. Cytosolic C‐capsids  are 





Figure  15.  Transport  and  exit  of 
enveloped  cytoplasmic  virions  in  an 
axonal  varicosity.  Slice  of  a  tomogram 
where  a  virion  is  visible  inside  a 
membranous  compartment  in  the 
cytoplasm  close  to  a  microtubule. 




red  arrow  head)  appear  close  to  the 
transported  virion.  White  arrow  heads: 
coat;  C:  coated  vesicle;  pm:  plasma 










To  visualize  the  interactions  between  capsid  and  tegument  and  (if  possible) molecular 






143  isolated  nuclear  C‐capsids.  An  average with  a  resolution  of  5.6  nm was  obtained 
(Figure  16B).  Cryo‐ET  and  subtomogram  averaging was  also  applied  to  158  nuclear A‐
capsids  isolated  from  neurons  (Figure  16A).  The  nuclear  C‐capsids  were  used  for 
comparison  to  the  capsids  found  inside  neurons,  since  these  presented  a  small  extra 
density  located at the hexons surrounding the vertices that probably corresponds to the 
minor capsid protein UL25 (Ogasawara et al. 2001). This protein is present in substantially 
lower  amounts  in  A‐capsids  (Trus  et  al.  2007).  This  way,  the  difference  of  densities 
between the control (nuclear C‐capsid average) and the capsids from neurons would only 
be tegument. There were clear differences between the transported cytosolic capsids and 
isolated  nuclear  C‐capsids.  Extra  density was  found  at  the  vertices  of  the  average  of 
transported cytosolic C‐capsids.  It was mainly present over  the pentons and connecting 
further  to  the  two adjacent  triplexes  (Tc and Ta  in nomenclature of Zhou et al.  (1994) 
marked in Figure 16 A3) and to one side of the neighbouring hexons (Figure 16D, Figure 
17).  The  rest  of  the  hexons  did  not  have  significant  extra  density  attached.  The 




if  there  were  any  differences  with  the  cytosolic  C‐capsids  found  during  egress.  The 














orientation.  The  electron‐dense  material  visible  inside  the  capsid  shell  in  (B1)  and  (D1) 
corresponds  to DNA.  In  (C1)  it  corresponds  likely  to  the  scaffolding protein.  (A2‐D2)  Isosurface 
representation  of  the  averages.  (A3‐D3)  Close‐up  view  of  a  single  vertex.  Isolated  nuclear  A‐
capsids  do  not  present  tegumentation  in  the  vertices.  Isolated  nuclear  C‐capsids  have  a  small 
extra  density  (red  arrow)  at  the  right  side  of  the  hexons  that  surround  the  penton.  Cytosolic 
‘defective’ capsids have more extra density than nuclear C‐capsids (black arrow), also at the right 
side of the hexons that surround the penton, but also connecting to the adjacent triplexes (Ta). 
Cytosolic C‐capsids present big amounts of extra density  (black arrows) on  top of  the pentons, 

















The  average  of  transported  ‘defective’  and  cytosolic  C‐capsids  showed  that  the  extra 
density was  located at the vertices. Next, to know  if these densities are homogeneously 
distributed  throughout  all  vertices  or  if  they  rather  appear  only  in  some  of  them, 
classification  was  applied.  By  classifying  the  vertices  into  ‘tegumented’  and  ‘not 
tegumented’  it  is possible to know more about the distribution of the tegument. In case 
the number of vertices without  tegument was high enough  to  influence  the average, a 
more defined structure of the tegument would be obtained after classification. 
Therefore,  subtomogram  classification  of  the  ‘defective’  and  cytosolic  C‐capsids  was 
performed.  The  template  for  the  class‐1  (with  tegument)  came  from  the  unmodified 
average of all  capsids. The  template  for  the class‐2  (without  tegument)  came  from  the 
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modification  of  the  average  of  all  capsids  by  manual  deletion  of  the  extra  densities 
located at  the vertices. A mask was created which, after applied  to  the averages of  the 
capsids before classification, masked away the whole capsid except one fifth of a penton. 












Since  every  capsid  has  12  vertices  and  every  vertex  can  be  divided  into  five  parts  (by 
creating divisions that go from the middle of the penton towards the middle region of the 
neighbouring  hexons),  there  was  a  total  of  60  fifths  of  a  penton  (‘one  fifths’) 





be  that  for  the  same vertex  the  tegument  is not equally distributed  throughout all  the 
neighbouring hexons (5/5), but it attaches with a ratio of 1/5, 2/5, 3/5 or 4/5.  
This  way,  each  ‘one  fifth’  was  classified  as  being  with  (class‐1)  or  without  tegument 





subvolumes  (91%) had  a higher  cross‐correlation  value with  the  class‐1  template  (with 
tegument).  Subsequently,  the  comparison  to  nuclear  C‐capsids  of  the  average  of  all 








class‐1  was  significantly  bigger  and  more  defined  than  in  the  average  of  all  capsids 
without  classification  (Figure  18A, D).  The  comparison  between  class‐1  and  nuclear C‐




capsids  to observe whether  the  tegument  is  randomly distributed over all vertices or  it 
rather covers some of  the vertices while others are empty. This assessment  (Figure 19) 
showed  that when  all  ‘one  fifth’  subvolumes were  analyzed,  the majority  of  vertices 
presented 40  to 60%  tegument  coverage,  i.e. 2/5 or 3/5  and when only  the 50%  ‘one 
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fifths’  with  the  higher  cross‐correlation  values  against  one  of  the  templates  were 




almost empty or with high amount of tegument.  It  is  important to notice that  including 
only  the best 50% subvolumes can  result  in cases where  this score  is calculated on  the 








Since  the number of  capsids  found  inside neurons was  limited,  an  in  vitro  system was 
used  to obtain a higher  resolution  structure of  the  tegument. For  this, capsids  isolated 
from  virions  and  detegumented  by  high  salt  concentration  buffers  were  used.  This 
treatment partially removed the tegument from virions but left some tegument proteins 















averaging  was  performed  for  every  group  of  the  salt‐treated  capsids.  Only 
non‐aggregated capsids present  in holes of  the carbon  support  film were  selected. The 







An  average of  183  capsids,  246  capsids  and  217  capsids was  obtained  from  the  ‘1000 
mM’,  ‘500 mM’ and  ‘100 mM’  salt  treated  capsids,  respectively. A difference map was 
then calculated between the averages of each group and the average of nuclear C‐capsids 
(control)  at  a  resolution  of  5.6  nm  (Figure  20).  There were  no  significant  differences 
observed between  the  ‘1000 mM’ average  (Figure 20A, D) and  the control. However, a 
clear difference in density was observed in one hand between the ‘500 mM’ average and 
the control (Figure 20B, E), and on the other hand between the ‘100 mM’ average and the 
control  (Figure  20C,  F).  In  both  cases,  the  difference was  located  at  the  vertices  and 
neighbouring hexons while the rest of hexons were free of extra density. The amount of 
extra  density  at  the  vertices  and  neighbouring  hexons  was  bigger  for  the  ‘100  mM’ 






Figure 20.  Isosurface visualization of  the difference maps between  the averages of  salt  treated 
capsids and nuclear C‐capsids, superimposed with the average of nuclear C‐capsids (white). (D‐F) 




As  in  the case of capsids  found  in neurons,  the average of salt  treated capsids  showed 
that the remaining tegument  locates at the vertices. To know the tegument distribution 
throughout  the  vertices  and  to  get  a more defined  structure of  the  tegument density, 
vertex classification (as in 4.3.4) was performed. Each group of subvolumes was classified 
into  class‐1  (with  tegument)  and  class‐2  (without  tegument).  The  reference  templates 
were  again  one  fifth  of  a  penton  that  came  from  the  unmodified  original  average  for 
class‐1 (4.3.5) and from the average after manually deleting the extra densities for class‐






45%  of  the  subvolumes, while  class‐2  had  only  13%.  In  ‘500 mM’  and  ‘100 mM’,  the 
subvolumes were equally distributed between class‐1 and class‐2. 
The  gold beads  added before  vitrification  for  subsequent  alignment of  the  tomograms 
tended to stick to the capsids that were treated with 100 mM KCl, most probably due to 
the  high  amount  of  tegument  still  present  in  these  capsids.  Since  the  gold  is  highly 
electron‐dense,  it  influenced  the  classification.  To minimize  this  influence,  a mask was 
applied to the ‘100 mM’ capsids to remove everything located further than away than 81 
voxels distance (66 nm) from the centre of the capsids. 
After  classification  (Figure  21),  the  tegument  structure  in  the  class‐1  average  (with 
tegument) was better defined than in the average of whole capsids without classification 
(Figure 20). The resolution was set to 4.2 nm for all averages to allow their comparison. 
The  findings  after  classification  for  ‘1000  mM’,  ‘500  mM’  and  ‘100  mM’  capsids  are 
summarized below: 
‐ ‘1000 mM’ capsids: class‐1 presented extra density located on top of the pentons. There 




‐  ‘500  mM’  capsids:  class‐1  presented  a  large  density  on  top  of  the  pentons  that 























Figure 21. Classification of vertices  for  (A) 1000 mM,  (B) 500 mM and  (C) 100 mM KCl‐treated 







To  study  the  interactions  of molecular motors with  HSV‐1  detegumented  capsids  and 
microtubules in vitro, the first step was to see if there was attachment of isolated capsids 
to dynein by  incubating 500 mM KCl treated capsids with Xenopus  laevis oocyte cytosol 
and  labeling  with  an  anti‐mouse  dynein  intermediate  chain  primary  antibody  and  a 
secondary antibody  coupled  to gold. Control  capsids  (not  incubated with  cytosol) were 
also tested to see whether the labeling was specific. After applying negative stain, it was 
observed by EM  that  control  capsids did not have  gold  labeling  (Figure 22B),  although 
sometimes gold beads were found on the carbon film. Capsids that were incubated with 
cytosol  clearly  showed  labeling  (8‐15  gold  beads  per  capsid)  (Figure  22C),  although 




Figure  22.  In  vitro  study  of molecular motor  binding  to  capsids  and microtubules.  (A)  In vitro 
polymerized microtubules  vitrified  on  a  holey  carbon  support  film.  Immunogold‐labeling  of  a 
control  capsid  (B)  and  of  a  capsid  incubated with  cytosol  (C)  in  negative  stain. A  gold  bead  is 





Inspired  by  a  report  of  in  vitro  active  transport  of  isolated  capsids  along  polymerized 







X. laevis  cytosol  and  in  vitro  polymerized microtubules  on  Cu  grids with  holey  carbon 
support  film.  Samples  were  then  vitrified  and  observed  by  cryo‐ET.  Tilt  series  were 
collected  from  ‐60°  to 60°, with an angular  increment of 3° and  the  images had a  final 
pixel size of 0.68 nm. The acceleration voltage was 300 KeV and the defocus applied was 
‐8 µm. The percentage of capsids close to microtubules was ~20 %. Instead of showing a 
preferential  binding  to  microtubules,  capsids  were  rather  homogeneously  distributed 
over the ice and the carbon support film. Structures attributed to molecular motors were 


























was  detected  as  single  fluorescent  spots  likely  corresponding  to  single  viral  particles 
visibly  located at  the nuclear  rim using  the 63x oil objective. Fluorescence experiments 
done with nuclei incubated with 0.22 µg/ml cytosol supplemented with ATP did not show 
a  significant  increase  of  the  nuclear  rim  staining.  Addition  of  importin‐ß  also  did  not 
increase the fluorescence at the nuclear rim. Therefore, for the cryo‐ET experiments the 
cytosol was used at a concentration of 0.22 µg/ml. Even though importin‐ß did not seem 




Figure  23.  Attachment  of  isolated  VP26‐GFP‐HSV‐1  capsids  to  isolated  nuclei  by  fluorescence 
microscopy.  (A) Bright  field  image of a Xenopus  laevis oocyte nucleus at 10x magnification. The 







GFP‐fluorescence,  which  proved  the  successful  labeling  of  DNA  by  EtBr.  When  these 
capsids were  incubated with  isolated nuclei,  the  fluorescence  signal of  the capsids was 







the  interaction between capsid and nuclear pore complex  (NPC).  It was possible to  find 
suitable  areas  for  tomography where  the  nuclei were well  spread  and  the NPCs were 





also  found  at  the  sides  of  nuclear  pores.  Some  of  the  capsids were  full  of DNA while 












located  at  the  outer  nuclear membrane. Most  of  them  still  contain  DNA  (black  asterisk),  but 









16  hours  p.i..  To  find  events  of  secondary  envelopment,  axon  terminals  and  middle 
regions of axons that were suitable (i.e. thin enough) for cryo‐EM were screened. The cell 
bodies were always too thick to be imaged by cryo‐ET.  
Secondary  envelopment  of HSV‐1 was  observed  in  axon  terminals. Here,  capsids were 
found occasionally  interacting with vesicles  that had a  characteristic  curvature  towards 
the  capsid  (Figure  25).  These  vesicles  were  studded  with  spikes,  likely  glycoproteins 
pointing  from  the  membrane  into  the  lumen  of  the  vesicle.  Sometimes,  the  density 
attached on the outside of these vesicles appeared as well spike or coat‐like. Between the 
vesicle  and  the  capsids  electron‐dense  material,  most  likely  tegument  proteins,  was 






being absent  inside  the so  formed quasi‐compartment around  the vesicles and capsids. 
3D analysis revealed that some of the vesicles showing the typical curvature towards the 
capsids were not large enough to envelope the capsids. There were often several vesicles 
present  in  the areas of active envelopment. These vesicles  could be differentiated  into 





a  tomogram.  Here  one  of  the  vesicles  that  is  studded  with  glycoprotein‐like  densities  and 
tegument  presents  a  concave  curvature  on  the  side  facing  the  adjacent  capsid.  There  is  an 
accumulation of dense material  (red  arrow heads), most  likely  tegument proteins,  in between 
capsid  and  vesicle. Glycoprotein  spike‐like  densities  are  protruding  from  the  inner  side  of  the 
vesicle (black arrows), mainly from the side in contact with the tegument. The area presents other 
vesicles,  sometimes associated  to glycoprotein‐like  structures and  sometimes  clean. The whole 








areas  resembling  former  envelopment  sites.  These  areas  were  characterized  by  the 
presence  of  vesicles  clearly  being  associated  with  glycoprotein‐like  densities  and 
tegument,  as well  as  the  presence  of  enveloped  virions.  In  some  cases,  virions were 
exiting the cell by fusion of the transport compartment with the plasma membrane close 
to  the  hypothetical  envelopment  site  (Figure  15;  exit  in more  detail  in  5.4).  In  these 









these  areas  were  clearly  associated  with  tegument  and  glycoproteins,  and  had  a 
characteristic curvature around the inclusion vesicle (IV) being enveloped. As for capsids, 
tegument accretion was observed  in between  the  IV and  the enveloping compartment. 
Glycoprotein‐like  densities  protruded  from  the  inner  side  of  the  enveloping 
compartments  into  its  lumen predominantly at  the  contact  site with  the  tegument but 
were also present  in  lower abundance  in other areas of the vesicles.  Interestingly, some 
of  the  enveloping  compartments  showed  a  coating  on  the  outside  that  provoked  a 
curvature  of  the membrane  (Figure  26;  Figure  27).  This  coating  protruded  out  of  the 










Figure  26.  Slice  through  a  tomogram  of  a  secondary  envelopment  site  in  an  axon  terminal. 
Inclusion  vesicles  (IV)  and  capsids  (asterisk)  are  enveloped  by  membranous  compartments 
studded  with  glycoprotein‐like  densities  at  their  inner  surface  (arrows)  and  associated  with 






























Figure  29.  Slices  through  tomograms  showing  secondary  envelopment,  already  enveloped 
particles and exit for HSV‐1 L‐particles (A‐C) and virions (D‐F). Both L‐particles and virions undergo 
a similar process: at the site of secondary envelopment  (A, D) membranous compartments with 
glycoprotein‐like densities  (arrows) and  tegument densities  (red arrow heads) surround  IVs and 
capsids  (asterisks). Newly  formed L‐particle  (B) and virion  (E)  respectively  inside a membranous 
compartment were found in close proximity to a microtubule (MT). (C, F) depicts exit by fusion of 




The appearance of L‐particles  found  inside membranous compartments  in neurons was 
compared to the morphology of  isolated L‐particles from a viral preparation (Figure 30). 







Figure  30.  Size  distribution  of  HSV‐1  L‐particles  and  contained  inclusion  vesicles  (IVs)  in  virus 




In  viral preparations,  L‐particles had  a wide  range of  sizes  and  shapes. Therefore, only 
L‐particles that had a more or less spherical shape were taken into account. Sizes ranged 




Inside  neurons,  L‐particles  were  more  homogeneous  in  size  and  shape  than  in  viral 
preparations. Here  they were always more or  less  spherical and  their  size  ranged  from 
112  to 285 nm diameter  (average 180 nm)  (Figure 30C).  In neurons, 45% of L‐particles 
contained  one  IV,  while  34%  did  not  contain  any  and  21%  contained  two  or  more 
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(maximum  was  4)  (Figure  30A).  The  average  size  of  the  IVs  in  neurons  was  71  nm 
diameter (Figure 30B). 
There was a clear correlation between L‐particle diameter and number of IVs present for 





After  developing  axons  on  grids  for  7  days,  hippocampal  neurons  were  infected  and 
vitrified like described in 4.5.1. Tilt series were also collected like in 4.5.1.  
The  axonal  growth  cones  were  identified  as  flat  and  relatively  broad  areas  free  of 
microtubules.  It was not always possible  to  identify which  terminals belonged  to which 
axons,  as  gridbars  obscure  the  view  and  hidden  the  exact  tracking  of  an  axon.  This  is 
particularly difficult since the axons tend to form a network over the grid and a minimum 
amount of cells present  in  the media during axonal growth  is essential  for  their correct 
development. At 16 hours p.i., these terminals presented exit hot spots characterized by 




31B), or  a  virion  together with  an  L‐particle  (Figure  31E).  There were  as well  single  L‐
particles and vesicles associated with  tegument contained  in  the compartments  (Figure 
31D). Viral particles containing empty capsids and capsids with scaffolding protein were 
also  found  (Figure  31D, G). Virions were  found  to undergo  fusion of  the membranous 


















As  in growth  cones, HSV‐1 was  found  to exit  from middle  regions of axons  resembling 
varicosities  (Figure  32)  by  exocytosis‐like  fusion  of  the  membranous  transport 
compartment with  the  plasma membrane. Microtubules were  present  throughout  the 
whole  axon.  Varicosities  contained  vesicles  of  different  sizes,  and  a  network  of  actin 
filaments was located close to the exit sites. In some cases, virions released from the cell 
into  the  extracellular  space  were  still  found  attached  to  the  plasma membrane.  The 
attachment  sites  showed  connecting  densities  between  the  released  virions  and  the 
plasma membrane (Figure 34, black arrow heads show the connection).  In all cases, the 
plasma membrane was sharply kinked at the rim of the area of the exit site that was still 
connected by  these densities  (Figure 32C,  red  arrows).  The distance between  released 









Figure  32.  Exit  of  virions  from 
varicosities.  (A) Projection  image of 
the  axon  of  an  infected  vitrified 
neuron  on  a  holey  carbon  film  Au 
grid.  The  white  dashed  square 
marks  a  varicosity with  two  virions 
exiting  the  neuron.  Bar  =  400  nm. 
(B)  Close‐up  of  the  area  framed  in 
(A).  (C)  Slice  through  a  tomogram 
from the framed area. Microtubules 
(asterisks)  are  present  along  the 
whole axon and actin can be seen at 
both sides of the varicosity, close to 
the  exit  sites.  The  plasma 
membrane  (pm)  shows  sharp  kinks 
(white arrows) at the rim of the exit 
site, and sometimes there are coat‐
like  densities  recognizable  on  the 








was determined by  fitting a  spherical  reference  to  the plasma membrane. The direction of  the 
plot was chosen so  it  is pointing towards the centre of the exit site and was calculated within a 
cone with a 30° opening. (B) Radial density plot that shows the density peaks which correspond to 
the  envelope  and  glycoproteins  (Env,  blue),  plasma membrane  (PM,  red)  and  coating  at  the 









The  orientation  of  viral  particles  towards  the  exit  site was  analyzed  in  terms  of  their 
polarity,  i.e.  location of the capsid proximal vs. capsid distant pole of the virus envelope 
membrane  (Grünewald  et  al.  2003; Maurer  et  al.  2008).  For  all  viral  particles  exiting 

















tomogram  showing  viral  particles  exiting  varicosities.  (F,  J)  Corresponding  projection 
images.  In  (E,  J) an L‐particle exits a varicosity containing an  IV  instead of a capsid. The 
diagram  at  the  right  side  of  the  figure  explains  how  the  relative  distance  (d)  for  each 
capsid was calculated  in 3D,  taking  into account  the vector  that goes  from  the exit site 
centre at the plasma membrane (black square) through the virion centre (x). The angle of 
deviation  (α) of  the  capsid was also measured.  In all  cases, most of  the  tegument was 









In  this  study,  in  vivo  cryo‐ET  imaging  of  virus‐host  interactions  was  successfully 




By  using  fluorescence microscopy  (FM)  in  neurons  infected with  fluorescence  labelled 
viruses, the different stages of infection were characterised. This allowed determining the 
time‐points for vitrification. Correlation between FM and cryo electron microscopy (cryo‐
EM) at  the  individual virus  level was not possible with  the current available correlation 
microscopy  techniques,  since  the  virus‐host  interaction  processes  occur  too  fast,  e.g. 
capsids  are  transported  at  a  speed  of  1‐2  µm/sec.  This means  that  the  elapsed  time 










clearly  supports  the  envelopment‐deenvelopment‐reenvelopment  theory  of  HSV‐1 






al. 1999). The amount of elapsed  time between  infection and vitrification suggests  that 
both  cytosolic  C‐capsids  and  ‘defective’  capsids  visualized  inside  axons  were  newly 
produced by the cell and were being transported towards the cell periphery for assembly 
and  exit.  Since  the  inner  tegument  proteins  are  essential  for  the  transport  of  capsids 
(Spear et al. 1972;  Luxton et al. 2005;  Luxton et al. 2006),  there  is a  strong  interest  in 





capsids  (cytosolic  A‐  and  B‐capsids)  and  cytosolic  C‐capsids.  The  average  of  cytosolic 
C‐capsids  showed  a  significant  amount  of  extra  density  on  top  of  the  pentons  that 
connected  to  the  right  side  of  the  adjacent  hexons  and  to  the  triplexes. Recently,  the 
protein  UL25  has  previously  been  detected  in  cryo‐EM  reconstructions  of  nuclear 
C‐capsids  forming  a  heterodimer  with  the  protein  UL17  and  connecting  to  the  two 
triplexes closest to the penton (triplexes Tc and Ta) and to the side of the neighbouring 
hexon  (Trus et al. 2007).  In  this study,  the heterodimer was not observed  in nuclear A‐ 
and B‐capsids. UL25  is  assumed  to be  important  for  the  stabilization of  the DNA‐filled 
capsid  (Newcomb et al. 2006) and  for the exit of capsids  from the nucleus  (Klupp et al. 
2006; Trus et al. 2007). Since the amount of tegument associated to cytosolic C‐capsids 
and ‘defective’ capsids in neurons was found here to be very different, it is possible that 
the  heterodimer UL25‐UL17  is  as well  involved  in  the  recruitment  of  tegument  in  the 
cytoplasm. This way, cytosolic C‐capsids would have more copies of the heterodimer and 
therefore  would  recruit  more  tegument  than  ‘defective’  capsids.  Nevertheless,  the 




‘Defective’  capsids  had  ~50%  of  the  vertices  covered  with  tegument.  These  covered 




estimated  that  in  nuclear  A‐  and  B‐capsids  there  should  be  ~15‐40  copies  of  these 
proteins  (Trus  et  al.  2007). Assuming  that  there  is  one  heterodimer  attached  to  every 
triplex  adjacent  to  a penton, our data  suggests  that  there would be ~30  copies of  the 
heterodimer  per  ‘defective’  capsid.  Cytosolic  C‐capsids  had  91%  of  the  ‘one  fifth’ 




distributed  throughout  all  vertices,  meaning  that  there  was  no  vertex  in  the  capsid 
specifically free of tegument. This suggests that during anterograde transport the portal 
of the capsid is also covered by tegument. 
It  seems  that  close  to  100%  coverage of  tegument  is not  required  for  transport,  since 
‘defective’  capsids  were  found  in  mid‐axon  regions.  An  apparent  cooperativity  was 
observed  (Figure  19)  in  binding  density  around  the  pentons,  e.g.  pentons were  either 
almost  ‘clean’  or  almost  full  of  tegument.  The  vertices  with  inner  tegument  bound 
apparently have  the proteins necessary  for capsid  transport.  In  these vertices  the extra 
density was attached to the closest triplex Ta and to the right side of the hexons, where 
the VP5 protein is located (Figure 18). This capsid protein sits on top of the hexons. Thus, 
it was not  in  contact with  the extra density  found  in  ‘defective’  capsids.  In  agreement 
with previous studies  (Antinone et al. 2006; Döhner et al. 2006), VP26 should therefore 
not be essential for the transport of capsids as  it was previously proposed by Douglas et 









attached  to  the  capsid.  It  is  assumed  that  since  the molecular motor  complexes  are 
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structures  that  change  conformation  continuously,  that  at  least  their  flexible  domains 
might be  invisible  in  the  average.  It  is  also possible  that only one  vertex per  capsid  is 
binding with motors  (8.3% occupancy) or even  just one  fifth of a penton could serve as 
the binding platform. Since the motor complex was not identified in the tomograms, the 
occupancy is likely too low to be visible in the average. According to studies with hepatitis 









not  to have any  specific  function while others are essential  for virus  replication and  in 








observed density was  later attributed  to  the UL25/UL17 heterodimer  (Trus et al. 2007). 
There are 60 to 120 molecules of VP1‐2 present per virion  (Heine et al. 1974), meaning 
that  every  vertex  could  have  5  to  10 molecules  attached.  The  size  of  one molecule  is 
approximately 270 kDa  (McNabb et al. 1992), which  is  larger  than what  is observed  for 
‘defective’ capsids. Here, the extra density is not connecting to the pentons but is rather 





agrees with  the  findings of an  interaction between VP1‐2 and UL25  in PrV  (Coller et al. 




penton to the heterodimer. Now the question arises,  is VP1‐2 not present  in  ‘defective’ 
capsids? This would imply that they are not able to be transported, but the observations 
made here confirm  that  they  in  fact do undergo  transport,  since viral particles without 
DNA  or  with  scaffolding  protein  are  found  after  secondary  envelopment  in  axon 
terminals.  The  amount  of  extra  density  in  ‘defective’  capsids  does  not  belong  only  to 
UL25‐UL17,  since  the  difference  of  density  was  calculated  against  nuclear  C‐capsids, 
which are supposed to already have the heterodimer attached. VP1‐2 could be present in 
‘defective’ capsids but would bind only partially  to  the capsid by  interacting with UL25‐
UL17. VP1‐2 has been detected in L‐particles so the capsid is not an essential prerequisite 
for  its presence  (Szilagyi et al. 1991; Roberts et al. 2008). The binding of VP1‐2  to  the 
pentons is likely mediated by some other tegument protein that attaches to the vertex of 
cytosolic C‐capsids but not to ‘defective’ capsids. A candidate for the binding of VP1‐2 to 
the penton would be UL37, which  interacts with VP1‐2  in PrV  (Klupp et al. 2002). This 
way, the domain of VP1‐2 that does not bind to the penton would be more flexible and 





To  characterize  the  tegument  attached  to  capsids  during  transport  in  more  detail, 
subtomogram averaging and classification was applied  in capsids extracted  from virions 
that were  treated with different  salt  concentrations  (100 mM, 500 mM  and 1000 mM 




content:  all  treated  capsids  contained  the  tegument  proteins  VP1‐2  and  UL37,  while 
VP13/14, VP22, vhs and US11 were extracted from the capsid treated with 1000 mM and 
500 mM KCl but not with 100 mM KCl.  
As  expected,  every  group  of  salt‐treated  capsids  showed  differences  in  the  amount  of 
associated tegument. The averages of whole capsids (Figure 20) showed that in all groups 
the extra density was  located at the vertices. These densities decreased with  increasing 





tegument.  From  the  asymmetric  positioning  of  the  capsid  inside  the  virion  and  the 
varying thickness of the tegument, it was likely that once the viral membrane is disrupted, 
the  inner  tegument  is  more  exposed  to  KCl  buffer  in  certain  areas  and  more  easily 
removed  than  other  areas  of  the  capsid  where  the  tegument  layer  is  thicker.  After 
classification  it  became  obvious  that  KCl‐treated  capsids  were  detegumented  in  a 
heterogeneous way. Vertices were classified  into  ‘with’ or  ‘without tegument’. The class 
‘with tegument’ showed much more extra density than when all capsids were averaged. 
The 1000 mM KCl  treated capsids were expected  to have more extra density also after 













density  is cut on the top by the mask.  It  is expected that the tegument expands further 
out than the masked area. 
In shape and extension, the density found  in ‘500 mM’ capsids best resembles the extra 
density  found  in  cytosolic  C‐capsids  inside  neurons.  This  is  consistent  with  the 
observations  from Kerstin Radtke  (Hannover Medical School, personal  communication). 




unfortunately  not  possible  in  this  study.  This  could  be  achieved  best with  an  in  vitro 
tegumentation  assay  based  on  baculovirus  expressed  proteins. Unfortunately,  such  an 
assay is currently not available. 
5.1.2.2 In vitro binding of capsids to molecular motors and microtubules 
In  an  attempt  to  visualize  the  interactions  between  capsid,  tegument  and  molecular 
motors in vitro, 500 mM KCl treated capsids were incubated with microtubules and with 
Xenopus laevis cytosol of high protein concentration. As it was the case inside neurons, it 
was not possible  to  identify  any  larger densities  that  could be  attributed  to molecular 


















Instead,  the possibility  to use nuclei  from X.  laevis oocytes was explored  as  these had 
been used successfully in structural studies of the nuclear pore complexes (NPCs) (Jarnik 
et al. 1991; Stoffler et al. 2003). Salt  treated  capsids and  isolated X.  laevis nuclei were 
used to study the interaction between capsid and nuclear pore during attachment to the 
nucleus.  Attachment  conditions  were  tested  by  fluorescence.  In  cryo‐ET  the  spread 
nuclear  envelope was  always  found  perpendicular  to  the  field  of  view  so  the  capsid‐
nuclear pore interaction was always located in the direction most affected by the missing 




et  al.;  submitted),  likely  benefiting  from  an  imperfect  flatness  of  the  support  film. 
Furthermore, one could explore the possibility of using a wavy support film, and this way 
reducing  the missing wedge effect  in  the  averaged  structure. Besides  this  system, one 
might  also  consider  to  use  in  vitro  reconstituted nuclei. Preliminary  experiments  show 
















assembled  and  are  transported  inside  the  ER  to  the  Golgi  and  finally  to  the  plasma 
membrane (Darlington et al. 1968; Lycke et al. 1988; Leuzinger et al. 2005). 
Here, capsids were  found most of  the  time naked  in middle  regions of neuronal axons. 
Envelopment sites were observed  in axon  terminals. Sometimes, virions were also seen 
inside a membranous compartment  in middle regions of axons but not as  frequently as 
naked  capsids. These  virions were  found most of  the  time  in areas  resembling  sites of 
envelopment due to the presence of vesicles associated with glycoprotein‐like densities 
and  tegument,  implying  that  these particles were  just enveloped  in  this  area.  In other 
cases, it was not possible to know whether the virions travelled already mature from the 
nucleus or were just formed, since they were beside microtubules in regions that did not 





capsids  in hippocampal neurons occurs mainly  close  to  the exit  sites, where  the naked 
capsids  arrive  transported  by  using  microtubules  and  molecular  motors.  The  single 
envelopment  theory  can  not  be  totally  excluded  since  by  cryo‐ET  it  is  not  possible  to 
visualize the cell body of neurons. Therefore,  it  is not possible to observe  in which way 
capsids leave the nucleus, but it is a fact that capsids were found naked more frequently 
than  enveloped  virions  inside middle  regions  of  axons.  It  is  possible  but  probably  not 
always  necessary  that  once  enveloped,  virions  are  further  transported  inside  the 
membranous compartment along microtubules. The presence in some cases of actin close 
to  the  exit  sites  suggests  that  the  viral  particles  could  also  be  transported  along  actin 
filaments during the last stage before exit. 
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The  envelopment‐deenvelopment‐reenvelopment  theory  seems  to  be  in  any  case  the 
most logical and ‘easy’ option for the virus to be transported since the diameter of naked 
capsids is much smaller than the diameter of an enveloped virion and the cytoplasm is a 







Secondary envelopment  sites were  characterized by  the presence of many  capsids and 
vesicles with  both  glycoprotein‐like  densities  and  associated  tegument.  These  vesicles 
were not always large enough in 3D to be able to envelope a capsid but they still formed a 
curvature towards the capsid, such resembling an  intermediate stage of envelopment. It 
seems  possible  that  these  vesicles would  be  able  to  fuse with  each  other  to  form  a 
compartment big enough to envelope the capsid. This theory would support the concept 
of an easier transport through the cytoplasm if vesicles are smaller. It seems that most of 






Surprisingly,  L‐particles were  found  undergoing  envelopment with  the  contribution  of 
coated  envelopment  compartments.  The  coat  resembled  clathrin  since  it  had  a 
pentagonal‐hexagonal arrangement of the typical dimensions (Cheng et al. 2007). Clathrin 
coated  vesicles  can be  formed  at  the  trans‐Golgi network, endosomes  and  the plasma 
membrane. The coat  is  the  result of  the assembly of clathrin  triskelions and  in  isolated 






1) Clathrin‐coated  vesicles  are  transported  from  the  trans‐Golgi network  to  the  site of 
envelopment and fuse with the enveloping compartment. It is possible that these vesicles 
carry glycoproteins since  in some cases the  inner side of the membrane  in contact with 
the coat showed an accumulation of material. Coated vesicles have been observed close 
to areas of secondary envelopment, which also supports this hypothesis.  
2)  Clathrin  triskelions might  attach  to  the  enveloping  compartment  during  secondary 
envelopment and  influence  the  formation of curvature. As a  result,  the enveloped viral 
particle would be surrounded by a membranous compartment that is coated with clathrin 
on the outside. The whole structure would be transported to the cell membrane and the 
viral particle would exit  the cell by  fusion of  the coated compartment with  the plasma 
membrane.  This  hypothesis  is  supported  by  the  observation  of  viral  particles  (both 
L‐particles and virions)  that were exiting  the cell and  left  their coat at  the exit site  (see 
discussion in 5.4.2).   
However,  it seems  that clathrin  is not necessarily essential during HSV‐1 egress since  it 
was not observed  in all  the envelopment and exit events. The exact  role of  clathrin  in 






neurons  once  the  membranous  compartment  surrounding  the  virion  fuses  with  the 
plasma membrane: the capsid proximal pole of the virion is situated at the opposite side 
from  the  exit  site  (Figure  34).  As  observed  before,  the  glycoproteins  seem  to  be 
associated  in higher amounts  to  the distal pole of  the virion  than  to  the proximal pole 
(Grünewald et al. 2003; Maurer et al. 2008). Recently, it was observed that the virus has a 





the  largest glycoprotein present at  the viral  surface, gB, which has a  length of ~16 nm 
(Stannard et al. 1987; Heldwein et al. 2006). The viral particle could  remain  temporally 
hooked to the plasma membrane using the glycoproteins, which are more concentrated 
at  the  distal  pole.  The  distance  between  viral  particle  and  cell  suggests  that  the 
glycoproteins at the viral surface cannot be in direct contact with the plasma membrane, 
but rather by  interacting with another protein sitting at  the cell surface  that makes  the 
contact with the glycoproteins of the viral particle. These proteins are most probably also 
viral  glycoproteins  coming  from  the  cytoplasmic  membranous  compartment  that 
envelopes the virus during secondary envelopment. The presence of a dense area located 
at  the  middle  distance  from  viral  and  plasma  membrane  could  mean  that  certain 
glycoprotein domains are interacting with each other in this area. A model of interaction 
would  be  the  intercalation  of  glycoproteins  extruding  from  the  virus  and  the  plasma 
membrane.  







instance  two  virions  appeared  to  just have  exited  the  same  varicosity,  this  statistically 
supports  the  likeliness of a  longer  contact after exit. This  type of event would be  very 












the cytoplasmic  side. The coat had a  thickness of 25  to 32 nm. The possibility of being 
formed by viral glycoproteins can be discarded since the longest HSV‐1 glycoprotein has a 
length of ~16 nm. Such a coat was observed during exit of both, virions and L‐particles. 
During envelopment of  L‐particles, a  similar  sized  coat at  the enveloping  compartment 
was  seen,  which  suggests  that  after  envelopment  some  viral  particles  could  be 
transported inside a coated membranous compartment to the site of exit (see discussion 
in  5.3.2).  This  coat  had  a  pentagonal‐hexagonal  arrangement  that  resembled  clathrin 
(Figure 27, Figure 28). At the exit sites this typical lattice was less obvious. Nevertheless, 











the  same  hypothesis  of  glycoprotein  intercalation  as  for  the  virions.  Therefore,  the 
discussion for exit behaviour in virions would apply as well to L‐particles. 
Overall this study supports the view that L‐particles and virions share most likely the same 




From  the  cryo‐ET  experiments  here  presented,  it  can  be  concluded  that  axons  and 
varicosities are the sites of exit for HSV‐1. This supports previous reports (Saksena et al. 
2006). Due to the high concentration of extracellular virions and the massive amount of 
viral particles present at 16h p.i., axons  terminals seem  to be  the main sites of exit  for 
HSV‐1  in  neurons.  Varicosities  do  not  present  such  high  amounts  of  both  intra‐  and 
extracellular virions and seem  to be used as exit sites more occasionally. The biological 
significance of  the exit  in varicosities  is unclear but  it  seems  to occur also  in vivo  since 
these middle regions of axons served as exit sites for PrV after infecting the retina of rats 
(Tomishima et al. 2002).  






that  these  capsids  are  also  produced  by  the  cell  and were  able  to  follow  the whole 
replicative cycle, recruiting tegument, envelope and glycoproteins. The presence of these 
particles  in axon terminals  inside a compartment suggests that they would also exit the 




Cryo‐ET  allowed  to  distinguish  the  tegument  accumulation  between  the  enveloping 
membranous  compartment  and  the  inclusion  vesicle  (IV)  or  capsid  at  the  site  of 
envelopment.  Glycoprotein  spikes  were  clearly  present  in  these  compartments. 
Interestingly,  enveloping  vesicles were  also  coated  in  some  cases.  The  appearance  of 
many vesicles in the secondary envelopment sites associated to glycoproteins which were 







Although  capsid  preparations  were  isolated  carefully,  there  was  a  bigger  amount  of 
diversity in sizes and shapes for L‐particles than inside neurons. This clearly indicates that 
the  L‐particles  inside  cells  give more  precise  information  about  their morphology  than 
viral  preparations,  since  L‐particles  might  break  or  deform  during  the  purification 
procedure.  In  neurons,  most  of  the  L‐particles  contained  one  IV  which  was  usually 
eccentrically  located  inside  the particle,  leaving space  for most of  the  tegument  in one 
side, as was previously described for virions (Grünewald et al. 2003; Maurer et al. 2008). 
For both L‐particles and virions,  the area with most  tegument seemed  to be associated 
with  more  glycoproteins  than  the  opposite  side.  This  was  also  the  case  during 
envelopment of L‐particles, where the area of membrane that was  in contact with most 
of  the  tegument  and  that  surrounded  the  IV  in  the  first place was  associated  to more 
glycoproteins than the rest of the membrane.  
The  frequent  appearance of  at  least one  IV per  L‐particle  suggests  that  they  trigger  L‐
particle formation and envelopment, but obviously L‐particles can also be formed without 
an  IV.  In  viral  preparations  and  inside  cells  (data  not  shown),  IVs were  also  observed 
inside virions although most of them lack an IV, so it seems that IVs are not specific only 
for  L‐particles  as was  suggested  before  (Szilagyi  et  al.  1994),  but  they  are much more 
present here  than  in  virions.  IVs  contained  certain electron‐dense material of different 
appearance than the tegument, which corroborates previous studies that suggest that IVs 
might  have  a  different  chemical  composition  than  the  rest  of  the  L‐particle.  Most 








deenvelopment‐reenvelopment  hypothesis  since  most  of  the  time  capsids  are 
transported naked during egress along axons.  
2.  The  inner  tegument  attached  to  capsids  during  anterograde  transport  in  neurons  is 
located  at  the  vertices.  In  cytosolic  C‐capsids  it  is  situated  on  top  of  the  pentons  and 
connects  with  the  right  side  of  the  neighbouring  hexons  and  adjacent  triplexes.  The 






less  amounts  of  UL25‐UL17.  Therefore,  the  heterodimer  UL25‐UL17  is  most  likely 
responsible for the recruitment of inner tegument in the cytoplasm. 
4. Clathrin  is at  least  in some cases  involved  in secondary envelopment and exit of viral 
particles from neurons. 
5.  HSV‐1  virions  show  a  preferred  orientation  during  exit  from  neurons  once  the 
membranous compartment surrounding the virion fuses with the plasma membrane: the 
capsid proximal pole of the virus is situated opposite from the exit site. The virions seem 
to  remain  temporarily  attached  to  the  cell  surface  after  exit  by  interaction  of  viral 













diferentes  como  mamíferos,  aves  y  reptiles  (Herpesviridiae),  peces  y  anfibios 
(Alloherpesviridiae)  y  ostras  (Malacoherpesviridiae)  (McGeoch  et  al.  2006).  Los 
Herpesviridiae  son una  familia muy numerosa de  virus de ADN bicatenario que  causan 
diversas  enfermedades  en  humanos,  como  por  ejemplo  lesiones  mucocutaneas, 
queratitis,  encefalitis,  meningitis,  varicela,  roséola  y  sarcoma  de  Karposi  (Sedy  et  al. 









• Tienen  la  capacidad de permanecer  latentes en  sus huéspedes naturales, y más 
tarde pueden producir infecciones recurrentes. 
Esta  familia  está  dividida  en  tres  subfamilias:  Alphaherpesvirinae,  Betaherpesvirinae  y 
Gammaherpesvirinae  (Tabla  I).  Herpes  Simplex  Virus  1  (HSV‐1)  es  el  prototipo  de  la 
subfamilia Alphaherpesvirinae. Esta subfamilia está caracterizada por su ciclo reproductor 
relativamente  corto  y por  su  capacidad de  invadir  y  vivir en  el  tejido neuronal, donde 
permanece  latente y puede ser posteriormente reactivado. La  investigación de HSV‐1 es 
muy  elevada  debido  a  estas  propiedades  biológicas,  las  cuales  proveen  un modelo  y 
herramienta  para  el  estudio  de  translocación  de  proteínas,  conexiones  sinápticas  del 
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sistema  nervioso,  estructura  de  membranas,  regulación  genética,  terapia  genética, 
terapia contra el cáncer y otros problemas biológicos y médicos (Fields 2007). 
En  humanos,  HSV‐1  infecta  inicialmente  la  piel  de  la  cavidad  oral  o  peri‐oral  y 
posteriormente se adentra en las terminaciones nerviosas que están en contacto con las 
células epidérmicas  infectadas. Desde aquí, es  transportado a  lo  largo de axones hasta 
que  alcanza  el  núcleo  de  la  neurona  (transporte  anterógrado)  en  el  ganglio  de  la  raíz 
dorsal, donde permanece latente. Se puede producir una reactivación debida a diferentes 
causas como exposición solar, estrés o fiebre. Es entonces cuando el virus es transportado 
a  el  área  inicialmente  infectada  o  a  sus  proximidades  (Figura  1).  Estas  infecciones 
recurrentes  causan  normalmente  lesiones  cerca  de  la  cavidad  bucal,  pero  también 





Las  partículas  infecciosas  de HSV‐1  (viriones)  tienen  un  tamaño  considerable  (180‐220 
nm) y poseen una gran complejidad (Figura 2). Contienen un ADN bicatenario de 152 kpb 
elevadamente  condensado, el  cual está  rodeado por una  cápsida  icosahédrica de unos 




proteína mayor VP5 ha  sido  resuelta  (Bowman et al. 2003).  Las unidades morfológicas 
mayores  dentro  de  la  cápsida  son  los  capsómeros:  12  son  pentagonales  (pentámeros, 
situados en los vértices) y 150 son hexagonales (hexámeros). Están formados por cinco y 
seis copias de VP5 respectivamente. Los hexámeros contienen también seis copias de  la 







de  la  proteína UL6,  en  vez  de  las  cinco  unidades  de VP5  presentes  en  el  resto  de  los 
vértices.  Este  vértice  único  recibe  el  nombre  de  portal,  ya  que  sirve  de  conducto  de 




La  cápsida  se encuentra  rodeada por una envoltura  lipídica que  contiene más de once 
glicoproteínas  integradas en su superficie (Tabla III). Algunas de estas glicoproteínas son 






especial  interés  debido  a  su  supuesta  importancia  durante  el  transporte  de  la  cápsida 
hacia  el  núcleo  y  periferia  celular  (Tabla  IV,  7.1.3.2,  7.1.3.4).  La  cápsida  está 
asimétricamente  localizada dentro del  virión  (Grünewald et al. 2003). El polo donde  la 
cápsida  se  encuentra  más  cerca  de  la  envoltura  casi  no  contiene  tegumento  (polo 











en  partículas‐L  (175K,  132K,  92K,  60K,  55K)  no  se  observan  en  viriones  (Szilagyi  et  al. 
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1991). Uno  de  ellos  (175K)  ha  sido  identificado  como  el  polipéptido  trans‐activador  IE 
(McLauchlan et al. 1992). Las partículas‐L no sólo están presentes en HSV‐1 sino en todos 
los alphaherpesvirus testados hasta ahora  (McLauchlan et al. 1992; Dargan et al. 1997). 
Estas  partículas  desempeñan  una  función  durante  la  infección,  ya  que  son  capaces  de 
fusionarse  con  la  célula  y de este modo diseminan proteínas  tegumentales  adicionales 
necesarias durante la replicación de HSV‐1 (McLauchlan et al. 1992; Dargan et al. 1997).  
Por medio de  la  infección  con el mutante  sensitivo a  la  temperatura  ts1203, el  cual es 
incapaz  de  formar  cápsidas  a  temperaturas  no  permisivas,  se  ha  demostrado  que  la 
formación de partículas‐L es independiente de la producción de viriones.  A temperaturas 
no permisivas había producción de partículas‐L pero no se daba el ensamblaje de viriones 
(Rixon  et  al.  1992).  Estudios  previos  con  microscopía  electrónica  clásica  (ME)  han 
mostrado que  las partículas‐L  se  forman con  la  inclusión de  tegumento condensado en 
vesículas del Golgi. Han  sido observadas  formándose en una misma  vesícula  junto  con 







por  lo menos  11  glicoproteínas  diferentes  en  la  envoltura  (Tabla  IV)  pero  sólo  cinco 
juegan un papel  importante durante  la  entrada  a  la  célula:  gB,  gC,  gD,  gH  y  gL  (Spear 
2004).  
El virión se acopla a la membrana celular por medio de la interacción de las glicoproteínas 
gC  y  gB  con  cadenas  de  sulfato  de  heparano  presentes  en  la  superficie  de  la  célula 






 1)  Ruta  primaria:  entrada  por  fusión  de  la  envoltura  viral  con  la  membrana  celular 
(Pelkmans  et  al.  2003).  La  glicoproteína  gD  provoca  cambios  de  conformación  en  la 
membrana  tras  su  interacción  con  receptores  celulares  herpesvirus‐entry‐mediator 
(HVEM), nectina‐1 o con áreas específicas del sulfato de heparano (Shukla et al. 1999). La 
unión de gD con cualquiera de estos receptores induce la fusión. Una vez se da la unión, 
determinados  dominios  de  los  receptores  quedan  expuestos  e  interactúan  con  las 
glicoproteínas  gB,  gH  y  gL,  dando  como  resultado  la  fusión  de  las membranas  (Spear 
2004). Recientemente se ha descubierto que la interacción entre gB y el receptor celular 




de  la  cápsida.  Esta  vía  de  entrada  se  da  en  células  HFF,  Ptk2  y  Vero,  además  de  en 
neuronas, las hospedadoras naturales de HSV‐1. 
2) Ruta secundaria: entrada viral por medio de endocitosis (Smith et al. 2004). Es seguida 
por  la  fusión  de  la  envoltura  viral  con  la  membrana  del  endosoma.  Esta  fusión  es 
probablemente  también  mediada  por  la  interacción  de  glicoproteínas  virales  con 
receptores de  la membrana del  endosoma.  En  la mayoría de  los  casos,  la  fusión  tiene 
lugar sólo después de una acidificación del medio. Esta vía de entrada se ha observado en 
células CHO y HeLa (Nicola et al. 2003; Milne et al. 2005). La liberación de la cápsida en el 
citoplasma está  también caracterizada por  la pérdida de  la mayoría del  tegumento y  la 
conservación  del  tegumento  interno  asociado  a  la  cápsida.  Este  tegumento  interno 
parece tener un papel crucial durante el transporte de  la cápsida hacia el núcleo celular 
(Bearer et al. 2000; Antinone et al. 2006;  Luxton et al. 2006). Algunas de  las proteínas 
tegumentales,  como vhs,  se  separan de  la  cápsida después de  la  fusión y actúan en el 








desde  la  periferia  celular  hasta  el  núcleo  (transporte  retrógrado)  es  la  dineína  y  su 
cofactor dinactina (Sodeik et al. 1997; Döhner et al. 2002; Greber et al. 2006; Radtke et al. 
2006).  Se  ha  observado  cómo  las  cápsidas  se  acumulan  en  el  centro  organizador  de 
microtúbulos (COMT) y desde aquí se distribuyen sobre  la membrana nuclear (Sodeik et 
al.  1997;  Döhner  et  al.  2002;  Mabit  et  al.  2002).  Se  desconoce  cómo  las  cápsidas 
consiguen llegar a la membrana nuclear desde el COMT. Es probable que se de transporte 




Cuando  la  cápsida  llega  al  núcleo  se  adhiere  a  los  poros  nucleares  de  la membrana 
nuclear y  libera el ADN en su  interior (Figura 3D). Parece ser que  importin‐ß favorece el 
acoplamiento de las cápsidas a los poros nucleares (Ojala et al. 2000). Los poros nucleares 





La  estructura  de  los  poros  nucleares  ha  sido  estudiada  en  crio  tomografía  electrónica 
(crio‐TE) (Beck et al. 2004; Beck et al. 2007). 













VP1‐2, VP13/14, VP16 y VP22, y  la  liberación de ADN se veía muy afectada. Esto  indica 
que por lo menos algunas de estas proteínas están involucradas en el proceso (Ojala et al. 
2000).  VP1‐2  está  probablemente  involucrada  ya  que  HSV‐1  tsB7,  mutante  con  una 
expresión  de VP1‐2  defectuosa,  puede  acoplarse  a  los  poros  nucleares  pero  no  puede 
liberar el ADN a temperaturas no permisivas (Batterson et al. 1983).  
Tras la liberación del ADN, la cápsida vacía queda acoplada a una distancia de 50 nm del 




resultado  las  procápsidas,  de  forma  esférica  y  frágil  consistencia.  Esta  procápsida  irá 
madurando  para  dar  lugar  a  las  características  cápsidas  icosahédricas  (Heymann  et  al. 
2003). Tras  la maduración de  la cápsida, el ADN bicatenario entra en  la cápsida a través 
del  vértice  portal  y  se  da  el  empaquetamiento.  En  núcleos  infectados  se  pueden 




1991). Estudios  recientes han demostrado que  las cápsidas‐C  tienen mayor cantidad de 




adquisición  de  la  envoltura  primaria  y  continúa  mayoritariamente  en  el  citoplasma 
(Miranda‐Saksena  et  al.  2002; Naldinho‐Souto  et  al.  2006),  aunque  estudios  recientes 




Después  de  la  replicación  y  ensamblaje  y  una  vez  que  el  ADN  está  empaquetado,  la 
cápsida madura sale del núcleo. La ruta de salida ha creado mucha controversia. Existen 
tres hipótesis de salida diferentes:  
1) Modelo  de  envoltura‐desenvoltura‐reenvoltura  (Figura  3F):  la  cápsida  adquiere  una 
envoltura  primaria  en  la  membrana  nuclear  interna  al  adentrarse  en  el  espacio 
perinuclear  (Epstein 1962).  Las proteínas pUL31  y pUL34    interactúan en  la membrana 
nuclear interna y forman un complejo que es requerido para la formación de la envoltura 
primaria.  La  quinasa  US3  es  esencial  para  la  distribución  de  pUL31  y  pUL34  en  la 
membrana nuclear (Reynolds et al. 2002; Klupp et al. 2007). De esta manera el virus con 
envoltura primaria contendría por  lo menos  las proteínas tegumentales pUL31, pUL34 y 
US3.  La  proteína  tegumental  VP16  ha  sido  también  detectada  en  partículas  virales 
primarias (Naldinho‐Souto et al. 2006). Estas partículas salen del espacio perinuclear por 
medio de la fusión de la envoltura primaria con la membrana nuclear externa (Skepper et 




muy  bien  definido.  Se  sabe  que  ciertas  proteínas  tegumentales  son  esenciales  para  el 
transporte de cápsidas (ver 7.1.4.3). En la zona de ensamblaje final del virión, las cápsidas 
interaccionan  con vesículas asociadas  con algunas de  las proteínas  tegumentales y  con 
glicoproteínas  virales.  Estas  vesículas  son  originadas  en  la  región  trans‐Golgi  y 
probablemente usan también un tipo de kinesina para el transporte anterógrado (Loomis 
et al. 2001; Turcotte et al. 2005; Mettenleiter et al. 2006). Los complejos multiproteínicos 
ESCRT  (Endosomal  Sorting  Complexes  Required  for  Transport)  podrían  estar  también 
relacionados con la adquisición de envoltura secundaria en HSV‐1 (Crump et al. 2007). El 
resultado de  la envoltura secundaria es un virión  incluido en una vesícula derivada de  la 
región trans‐Golgi. El virión viaja dentro de esta vesícula hasta la membrana plasmática y 








este  caso,  el  transporte  anterógrado  se  daría  en  cápsidas  desnudas  (sin  envuelta)  
(Miranda‐Saksena et al. 2000; Luxton et al. 2005; De Regge et al. 2006; Snyder et al. 2006; 
Diefenbach  et  al.  2008).  Las  varicosidades  son  dilataciones  del  axón  que  representan 
conos  de  crecimiento  residuales  que  han  quedado  atrás  durante  el  crecimiento  del  la 
terminal del axón. Presentan microtúbulos  y  vesículas en  su  interior  (Lucic et al. 2007; 
Diefenbach et al. 2008). Por otro  lado, estudios realizados en Pseudorrabies virus  (PrV), 
otro  miembro  de  la  familia  Alphaherpesviriniae,  sugieren  que  la  cápsida  adquiere  la 
envoltura secundaria cerca del cuerpo celular y que el transporte anterógrado ocurre una 










2005).  Estas  vacuolas  son  transportadas  hacia  la  periferia  celular  a  lo  largo  de 
microtúbulos, probablemente mediante el motor kinesina‐1. Una vez que la vacuola llega 
a  la  membrana  celular,  ambas  membranas  se  funden  y  los  viriones  son  liberados  al 
espacio  extracelular.  En  este  modelo,  los  virus  abandonan  el  espacio  perinuclear 
conteniendo ya  todo el  tegumento y  las glicoproteínas características de  los viriones, y 
son  transportados  en  el  citoplasma  utilizando microtúbulos  en  su  forma  ya madura  e 







la envoltura y  formar un virión maduro. De aquí pasaría a utilizar  la  ruta  secretora del 
Golgi al  igual que en el primer y segundo modelo para salir de  la célula. Este modelo es 
también poco probable ya que los poros nucleares expandidos de tal manera ya no serían 
funcionales  y  la  célula moriría  rápidamente.  En  cambio,  la microscopía  de  luz  in  vivo 








ATP.  Esta  reacción  causa  un  pequeño  cambio  conformacional  en  uno  de  los  dominios 
globulares del motor, el cual es amplificado y convertido en movimiento  (Schliwa et al. 






Los microtúbulos  forman parte del  citoesqueleto de  las  células eucariotas  y  se  forman 
mediante  la  polimerización  de  dímeros  de  tubulina  α  y  ß.  Son  cilindros  de  25  nm  de 







hacia  la  periferia  celular.  Este  extremo  está  en  continua  polimerización  y 






El  transporte  dirigido  hacia  el  extremo  (‐)  de  los microtúbulos  se  realiza mediante  el 
motor  dineína,  la  cual  tiene  un  peso  molecular  de  1.4  MDa.  Contiene  dos  cadenas 
pesadas  (DHC,  520  kDa) que  se  acoplan  al microtúbulo  e hidrolizan ATP para producir 
movimiento (Figura 4). También tiene seis cadenas ligeras que pertenecen a tres familias 
de proteínas (LC8/PIN, tctex and LC7/roadblock), dos cadenas intermedias ligeras (LIC, 53‐




Para  ser  capaz  de  realizar  el  movimiento,  dineína  requiere  del  complejo  proteínico 
dinactina (Figura 5) (Sodeik et al. 1997; Döhner et al. 2002; Culver‐Hanlon et al. 2006).  
El  transporte dirigido hacia el extremo  (+) se  realiza probablemente mediante el motor 
kinesina‐1  (Figura 4). Este motor se compone de dos cadenas pesadas  (KHC, 120 kDa) y 
dos cadenas  ligeras (KLC, 64 kDa). Cada cadena pesada tiene una cabeza motora que se 
acopla  al microtúbulo,  un  cuello  conector  y  una  cola  globular.  Las  cadenas  ligeras  se 
acoplan  a  la  partícula  viral.  La  kinesina‐1  es  responsable  del  transporte  de  orgánulos 
celulares desde el núcleo a  la periferia celular. Parece ser que kinesina‐1  interactúa con 
dineína  por  medio  de  las  KLC  y  DIC  (Ligon  et  al.  2004).  Se  mueve  a  lo  largo  de 
microtúbulos moviendo las dos cabezas motoras dando pasos de 8 nm de longitud (Yildiz 
et al. 2005). 
El  tráfico  intracelular  de  partículas  no  es  siempre  continuo,  sino  que  puede  variar  de 
sentido y ser bidireccional (Gross 2003). Esto  indica que no solo un motor está presente 





regulación  de  la  actividad  motora  para  que  los  motores  dineína  y  kinesina  no  se 
obstaculicen al moverse en direcciones opuestas. Esta  coordinación del movimiento es 
probablemente  llevada  a  cabo  por  dinactina,  la  cual  tiene  una  zona  de  acoplamiento 
llamada p150/Glued que se acopla con  los dominios DIC en  la dineína y con el dominio 
XCAP en  la kinesina‐1  induciendo su activación  (Schroer 2004). Se cree que sólo uno de 
los motores puede acoplarse a dinactina al mismo  tiempo. Por ello, cuando uno de  los 
motores se acopla a  la dinactina se activa y permanece en contacto con el microtúbulo, 




Dónde  está  la  zona  de  la  cápsida  en  la  que  se  da  el  acoplamiento  con  los  motores 
moleculares y cuáles  son  las proteínas virales  relacionadas con dicho acoplamiento  son 
cuestiones  sólo  parcialmente  resueltas  hasta  el  momento.  Algunas  de  las  proteínas 
tegumentales son esenciales durante el transporte intracelular de partículas virales y son 
probablemente mediadoras del acoplamiento de  los motores a  la cápsida. Estudios con 





proteínas  tegumentales corrobora  la hipótesis de que VP1‐2  juega un papel  importante 








con  densidades  suplementarias  localizadas  en  los  vértices  (Sodeik  et  al.  1997).  Esto 
sugiere  que  los  motores  moleculares  podrían  acoplarse  a  los  vértices  de  la  cápsida, 
probablemente mediante la interacción de algunas proteínas tegumentales como VP1‐2 y 
UL37. Existen otras proteínas  tegumentales  como VP16, VP13‐14  y VP22 que pudieran 
estar implicadas en el transporte de las nuevas cápsidas hacia la periferia celular, ya que 






de  acoplamiento  en  la  vesícula  para  los  motores  moleculares.  Una  candidata  es  la 
proteína UL34,  la  cual parece  interactuar  con  la  subunidad DIC de  la dineína  (Ye et al. 
2000). UL34 está  localizada en  la membrana nuclear  interna y tras  la envoltura primaria 













300  KeV  para  especímenes  biológicos)  para  formar  el  haz  de  electrones.  Este  haz  es 
enfocado por medio de  lentes electroestáticas  y electromagnéticas  sobre una muestra 
120   7 Appendix: Introducción y conclusiones en castellano 
colocada en  la columna del microscopio Esta  columna  se mantiene  con alto vacío para 
prevenir  la  desviación  de  los  electrones  por  la  interacción  con  moléculas  del  aire 
(Yonekura et al. 2002). 
 El haz es enfocado por medio de las lentes condensadores hacia la muestra. Parte de los 
electrones  la  atraviesan  sin  interferir  con  ella,  mientras  que  otros  son  retenidos  o 
dispersados por los átomos de la muestra. Hay dos tipos distintos de dispersión: elástica e 
inelástica. En la dispersión elástica no hay pérdida de energía cinética. Es esencial para el 
aumento  de  contraste  en  la  imagen  final  (ver  7.1.5.2).  En  la  dispersión  inelástica  se 
produce una excitación de  la muestra y pérdida de energía  (Reimer 1997). Además,  los 
electrones  dispersados  inelásticamente  producen  ruido  que  degrada  la  calidad  de  la 
imagen  final.  La proporción de electrones dispersados es directamente proporcional  al 
grosor de la muestra y a su densidad. 
 De este modo, se crea una imagen con los electrones que atraviesan la muestra. La lente 
objetivo  y  las  lentes  proyectoras magnifican  la  imagen,  la  cual  se  ve  reflejada  en  una 
pantalla  fluorescente  situada  al  final  de  la  columna.  Alternativamente,  la  imagen  final 
puede ser también captada por una cámara de televisión, por películas fotográficas o por 
un  detector  CCD  (charge‐coupled  device).  Este  último  es  capaz  de  formar  imágenes 
digitales directamente, convirtiendo primero  la  imagen de electrones en una  imagen de 
luz y transfiriéndola después al sensor CCD.  
Algunos  microscopios  electrónicos  están  dotados  de  un  filtro  de  energía,  lo  cual  les 
permite  deshacerse  de  electrones  que  han  sido  inelásticamente  dispersados.  De  este 
modo,  la  imagen resultante aparece con menos ruido y mayor contraste. Hay dos  tipos 


















resultado  de  la  interferencia  entre  los  electrones  dispersados  elásticamente  y  los 
electrones no dispersados  (Erickson 1971). Sin  tinción,  los átomos de  la muestra  tienen 
una densidad muy parecida a la de la capa de hielo que la rodea (ver 7.1.5.4) y producen 
muy  poca  dispersión.  Por  ello,  en  este  caso  el  contraste  de  fase  adquiere  más 
importancia. El contraste de fase se ve incrementado por la combinación del desenfoque 
y  una  aberración  en  las  lentes.  Aplicando  desenfoque  las  longitudes  de  onda  de  los 
electrones dispersados varía más que las de los no dispersados, por lo que se incrementa 
el contraste de fase. Sin embargo, un desenfoque excesivo  limitaría  la resolución y daría 




en  la  imagen  como  una  función  de  frecuencia  espacial  y  depende  de  la  aberración 
esférica del desenfoque de  la  lente‐objetivo y de  la energía de  los electrones. La FTC se 
describe dentro del espacio de Fourier, donde  las  imágenes están representadas por  las 
frecuencias espaciales que contienen.   El principio de Fourier dice que cualquier función 
periódica puede ser dividida en una suma  infinita de senos y cosenos, y de esta manera 










El método  tradicional de preparación  consiste en una  fijación química  seguida por una 
tinción con metales pesados, deshidratación con disolventes orgánicos y  la  inclusión en 
plástico o resina. Tras ello la muestra se secciona en láminas que se someten de nuevo a 




biológicas  (Adrian  et  al.  1984; Dubochet  et  al.  1988).  Con  este método  la muestra  es 
vitrificada y  se conserva hidratada. Por ello,  las estructuras  se mantienen en un estado 
cercano al nativo y no sufren ningún tratamiento químico. Para lograr la vitrificación de la 








método  descrito  previamente.  Existen métodos  alternativos  elaborados  recientemente 
para muestras más gruesas,   como  son  la congelación por alta presión con  la posterior 







Una  vez  vitrificadas,  las muestras  son  almacenadas  en  nitrógeno  líquido  (‐196  °C).  Las 
muestras  son  insertadas en  la columna del microscopio dentro de un brazo de  soporte 
crio.  Este  tipo  de  soporte  puede  ser  enfriado  con  nitrógeno  líquido  y  es  capaz  de 
mantener  la muestra  a  una  temperatura  de  unos  ‐180°C.  Una  vez  es  introducida,  es 
importante  exponer  la muestra  a  una  dosis  de  electrones  baja  que  la  dañe  lo menos 
posible. Debido a que no hay tinción con metales pesados, el contraste que se adquiere 
en la imagen viene sólo del material de la muestra. Las muestras biológicas se componen 











pueden  conseguir  tomogramas  de  un  amplio  rango  de  materiales  biológicos,  desde 
células  hasta  moléculas,  permitiendo  el  estudio  de  la  relación  estructura–función  en 
dichos materiales (Lucic et al. 2005). En concreto, la crio‐TE permite observar detalles del 
objeto que no pueden  ser detectados en  las proyecciones  aisladas  aplicando  la misma 
dosis  total  de  electrones  (Figura  9).  Los  detalles  son  captados  mejor  en  tomografía 








adquisición  de  imágenes  y  todas  las  proyecciones  deben  ser  tomadas  con  la  misma 
magnificación y bajo similares niveles de defoco y dosis de electrones. Para conseguir las 
proyecciones de  la muestra a diferentes ángulos, el brazo de  soporte de  la muestra es 
girado en torno a su eje perpendicular al haz de electrones. Este brazo y el goniómetro 
que  realiza  la  rotación  no  son  mecánicamente  perfectos  y  tras  la  rotación  se  dan 
normalmente desplazamientos del espécimen de  interés en el campo de visión. Por ello 
es  necesario  reajustar  estos  desplazamientos  y  centrar  el  espécimen  de  nuevo  en  el 
campo de visión.   
Los  ajustes  manuales  requieren  una  gran  cantidad  de  tiempo,  por  lo  cual  se  han 
desarrollado  procedimientos  automáticos  de  adquisición  de  datos  (Koster  et  al.  1992; 
Dierksen 1993).    La adquisición automática  requiere de  tres pasos diferentes: enfoque, 
tracking y exposure. Con el enfoque se compensa el cambio de defoco que se produce a 
rotar el espécimen (Koster 1989). El defoco es determinado mediante la comparación de 
dos  imágenes  adquiridas  a  diferentes  ángulos.  Con  el  tracking  se  corrige  el 
desplazamiento de la imagen con respecto a la imagen anterior. Para ello se adquiere una 
micrografía con una dosis de electrones muy baja y es comparada con una  imagen de  la 






primero  alinear  las  diferentes  micrografías  entre  si  y  después  juntarlas  creando  el 
volumen  (Figura 10). La alineación de  las proyecciones entre sí compensa  los pequeños 
movimientos del espécimen dentro del campo de visión. Puede llevarse a cabo por medio 
de marcadores o por correlación entre  imágenes (cross‐correlation). Los marcadores son 
partículas  pequeñas  y  electron‐densas  que  se  añaden  homogéneamente  a  la muestra. 





et al. 2006; Gruska et al. 2008).  Las  coordenadas de  cada marcador  son  localizadas en 








para  conseguir  el  volumen  en  3D.  Las  frecuencias  más  bajas  se  ven  aumentadas 






pesados,  la  dosis  que  se  puede  utilizar  es  mucho  mayor  que  cuando  se  trabaja  con 
muestras  crio.  Cuando  se  expone  la  muestra  crio  esta  se  ve  alterada  produciéndose 
ionización  y  formación  de  radicales  libres.  Aunque  estos  procesos  no  dependen  de  la 
temperatura,  el  daño  resultante,  pérdida  de masa  y  la  difusión  de  radicales  libres  sí 
dependen de  ella  (Lucic  et al.  2005). Por  esta  razón,  la dosis  total de electrones debe 
mantenerse  bajo  el  límite  crítico  donde  se  empieza  a  quemar  la  muestra.  Como 
consecuencia el contraste es menor que en muestras fijadas químicamente, en las que se 
puede aplicar mayor dosis. En general,  la dosis total tolerada por una muestra biológica 
en  crio  es  de  60‐80  e‐/Å2,  pero  depende  de  la  muestra  y  debe  ser  determinada 
experimentalmente.  
Las muestras más  gruesas  (ej.  células)  dispersarán  y  absorberán más  electrones.  Para 








forma  el  llamado  missing  wedge.  Por  ello,  la  reconstrucción  del  objeto  no  puede 
completarse  (para  una  reconstrucción  completa,  sería  necesaria  una  rotación  de  ±90 
grados  del  objeto)  (Figura 11).  Como  consecuencia  de  esta  carencia,  la  resolución  del 
tomograma  es  dependiente  de  la  dirección  en  la  que  se  obtiene  (anisotrópica).  Los 
objetos reconstruidos pueden mostrarse elongados en la dirección del haz de electrones y 
algunos  elementos  estructurales  quedan  sin  resolver  (Figura  11).  La  adquisición  de 
tomogramas por el método de doble rotación puede minimizar este efecto. En este caso 
se adquieren dos series tomográficas del mismo objeto rotando la muestra 90 grados en 
















citosólicas,  pero  son  de  cualquier manera  transportadas  a  lo  largo  de  axones  hacia  la 
periferia celular. El tegumento no está situado sobre los pentones sino sobre los triplexes 
y hexones adyacentes. La cantidad de tegumento es más pequeña que en  las C‐cápsidas 
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